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Archaea bauen D-Glucose nicht über die klassischen Embden-Meyerhof (EM)- und Entner-
Doudoroff (ED)-Wege aus Bacteria und Eukarya ab, sondern verwenden modifizierte Varianten 
dieser Wege. Pyruvat Kinasen (PKs) katalysieren die letzte Reaktion sowohl in den klassischen 
als auch in den modifizierten glykolytischen Abbauwegen (PEP + ADP → Pyruvat + ATP). Die 
PKs aus Bacteria und Eukarya werden in der Regel durch die Zuckerphosphate Fructose-1,6-
Bisphosphat (FBP) oder AMP allosterisch aktiviert und bilden damit einen wichtigen 
Kontrollpunkt in der Regulation der klassischen glykolytischen Abbauwege. Die bisher 
charakterisierten PKs aus Archaea zeigen hingegen keine allosterische Regulierbarkeit mit den 
klassischen Zuckerphosphaten. Kürzlich wurde die Struktur der PK des hyperthermophilen 
Archaeons Pyrobaculum aerophilum aus der Ordnung der Thermoproteales gelöst und gezeigt, 
dass die PK mit dem neuartigen Effektor 3-Phosphoglycerat (3PG) allosterisch aktiviert wird 
(Solomons et al., 2013). Außerdem wurden fünf Aminosäuren für die Bindung von 3PG im 
allosterischen Zentrum der PK identifiziert (Solomons et al., 2013). Um zu prüfen, ob die 
allosterische Aktivierung mit 3PG eine Besonderheit der PK aus P. aerophilum oder eine generelle 
Eigenschaft archaeeller PKs ist, wurden im ersten Teil dieser Arbeit die PKs aus verschiedenen 
archaeellen Gruppen charakterisiert und insbesondere auf ihre allosterische Regulierbarkeit 
geprüft. 
Im Gegensatz zum Abbau von Glucose ist der Abbau des in der Natur weit verbreiteten Desoxy-
Zuckers L-Rhamnose in Archaea bisher kaum untersucht. In den meisten Bacteria wird Rhamnose 
über einen phosphorylierten Abbauweg abgebaut. Für zwei Bacteria ist ein alternativer, nicht-
phosphorylierter Abbauweg für Rhamnose beschrieben und in diesem Diketo-Hydrolase Weg 
wird Rhamnose zu Pyruvat und L-Lactat umgesetzt (Bae et al., 2015, Watanabe & Makino, 2009). 
Genomanalysen dieser Arbeit deuteten darauf hin, dass auch einige halophile und 
hyperthermophile Archaea Gene eines Diketo-Hydrolase Weges aufweisen. Deshalb war es die 
Aufgabe im zweiten Teil dieser Arbeit zu untersuchen, ob Archaea einen Diketo-Hydrolase-Weg 
für den Abbau von Rhamnose verwenden.  
Untersuchungen zur allosterischen Regulation von archaeellen Pyruvat Kinasen 
3PG ist ein allosterischer Aktivator der PKs aus Thermoproteales. Vergleiche der 
Aminosäuresequenzen von ausgewählten PKs ergaben, dass die fünf an der 3PG-Bindung 




Ordnung Thermoproteales, in Pyrobaculum islandicum, Thermoproteus uzoniensis und 
Caldivirga maquilingensis konserviert sind. Die PKs dieser Organismen wurden als rekombinante 
Enzyme gereinigt und eine allosterische Aktivierung der PKs mit 3PG gezeigt. Außerdem wurde 
mittels ortsspezifischer Mutageneseexperimente nachgewiesen, dass die konservierten Reste der 
3PG-Bindung der PK aus P. aerophilum auch in diesen PKs essentiell für die 3PG-Bindung sind. 
Damit wurde gezeigt, dass für eine allosterische Aktivierung von PKs mit 3PG ein vollständiges 
Motiv aus fünf Aminosäuren vorhanden sein muss. Weitere Untersuchungen mit den archaeellen 
PKs aus Vulcanisaeta moutnovskia, ein weiterer Organismus der Thermoproteales, sowie aus dem 
Aigarchaeon Candidatus Caldiarchaeum subterraneum, dem Korarchaeon Candidatus 
Korarchaeum cryptofilum und aus den hyperthermophilen Euryarchaeota Pyrococcus furiosus 
und Thermococcus kodakarensis ergaben, dass diese nicht mit 3PG allosterisch aktiviert werden, 
was in Übereinstimmung mit dem unvollständigen 3PG-Bindemotiv dieser PKs ist. Auch zeigten 
diese PKs keine Aktivierung mit Zuckerphosphaten.  
AMP ist ein allosterischer Aktivator der PKs aus Methanocaldococcales. Außerdem wurden 
die PKs aus verschiedenen Gruppen methanogener Archaea auf ihre allosterische Aktivierung 
untersucht. Dabei hat sich gezeigt, dass die PKs aus den hyperthermophilen 
Methanocaldococcales M. jannaschii und M. villosus mit AMP allosterisch aktiviert werden, dem 
klassischen Effektor der PKs aus Bacteria. Phylogenetische Analysen deuten darauf hin, dass 
diese archaeellen AMP-aktivierten PKs die Vorläufer der AMP-aktivierten PKs aus Bacteria 
darstellen.  
Untersuchungen zum Rhamnose-Abbau in Archaea 
Im Genom des halophilen Euryarchaeons Haloferax volcanii wurde ein L-rhamnose-catabolism 
Gencluster (rhc-Gencluster) identifiziert, der für alle Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges, d.h. 
für Rhamnose Mutarotase, Rhamnose Dehydrogenase, Rhamnonolactonase, Rhamnonat 
Dehydratase, 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase und 2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat 
Hydrolase, für den Abbau von L-Rhamnose zu Pyruvat und L-Lactat kodiert. Außerdem enthält 
dieser Gencluster die kodierenden Gene eines ABC-Transporters für die Aufnahme von 
Rhamnose sowie das kodierende Gen des Transkriptionsregulators RhcR. Transkriptionsanalysen 
ergaben, dass bei Wachstum von H. volcanii auf Rhamnose alle rhc-Gene der Rhamnose-
Aufnahme und des -Abbaus transkriptionell induziert werden. RhcR fungiert dabei als 
Transkriptionsaktivator der rhc-Gene, wobei dessen Funktion abhängig ist von dem 




Nachweis der funktionellen Beteiligung der rhc-Gene am Rhamnose-Transport und -Abbau wurde 
mit Hilfe der entsprechenden Deletionsmutanten erbracht, die nicht mehr in der Lage waren, auf 
Rhamnose zu wachsen. Weiterhin wurden die Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges homolog in 
H. volcanii überexprimiert, gereinigt und die rekombinanten Enzyme detailliert biochemisch 
charakterisiert. Außerdem wurde erstmals der Nachweis erbracht, dass lactate utilization proteins 
an der Oxidation von L-Lactat, welches über den Diketo-Hydrolase Weg gebildet wird, beteiligt 
sind. Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass H. volcanii Rhamnose über einen ABC-
Transporter aufnimmt und oxidativ über den Diketo-Hydrolase Weg abbaut. Die erzielten 
Ergebnisse sind in Abbildung 1 schematisch zusammengefasst.  
Putative rhc-Gene des Rhamnose-Transports und -Abbaus konnten auch in den Genomen weiterer 
Haloarchaea nachgewiesen werden, was dafürspricht, dass der Rhamnose-Abbau in diesen 
Organismen ähnlich wie in H. volcanii verläuft. Weiterhin wurden die Gene eines Diketo-
Hydrolase Weges in den hyperthermophilen Crenarchaeota Vulcanisaeta distributa und 
Sulfolobus solfataricus identifiziert. Mit Hilfe von Wachstumsexperimenten, 
Transkriptionsanalysen und biochemischen Untersuchungen ausgewählter Enzyme wurde 
gezeigt, dass vermutlich auch diese Organismen den Diketo-Hydrolase Weg für den Abbau von 
Rhamnose verwenden. Somit scheint der Diketo-Hydrolase Weg ein genereller Abbauweg für 








Abbildung 1 Schematische Darstellung des L-Rhamnose-Katabolismus in H. volcanii. L-Rhamnose wird 
über einen ABC-Transporter in die Zelle transportiert, der aus einem Substratbindeprotein (SBP), zwei 
Transmembrandomänen (TMDs) und zwei Nukleotidbindedomänen (NBDs) besteht. Der oxidative Abbau von 
Rhamnose zu Pyruvat und L-Lactat erfolgt über die Enzyme L-Rhamnose Mutarotase (RhM), L-Rhamnose 
Dehydrogenase (RDH), L-Rhamnonolactonase (RNL), L-Rhamnonat Dehydratase (RAD), 2-Keto-3-Desoxy-L-
Rhamnonat Dehydrogenase (KDRDH) und 2,4-Diketo-3-Desoxy-L-Rhamnonat Hydrolase (DKDRH). Die 








Comparative analyses of sugar catabolism revealed that archaea degrade D-glucose via modified 
variants of classical pathways of bacteria and eukarya such as the Embden-Meyerhof (EM) and 
the Entner-Doudoroff (ED) pathway. Pyruvate kinases (PKs) catalyse the final step of glycolysis, 
found in the classical as well as the modified archaeal glycolytic pathways (PEP + ADP → 
pyruvate + ATP). PKs from most bacteria and eukarya are allosteric enzymes activated by sugar 
phosphates e.g. fructose-1,6-bisphosphate (FBP) or AMP and thus enable regulation of glycolysis. 
So far, only few PKs from archaea have been studied and these enzymes do not show an allosteric 
response towards the classical sugar phosphates activators. Recently, the crystal structure of PK 
from Pyrobaculum aerophilum, a member of the hyperthermophilic Thermoproteales, has been 
solved and 3-phosphoglycerate (3PG) was identified as a novel allosteric activator of this PK 
(Solomons et al., 2013). Further, a binding site for 3PG formed by five amino acids was identified. 
A key question posed by 3PG activation of PK from P. aerophilum is whether this is an oddity of 
P. aerophilum or whether this type of regulation is more widespread among archaeal PKs. 
Therefore,  biochemical analyses of the allosteric properties of several PKs from Archaea have 
been performed in the first part of this work.  
In contrast to the catabolism of glucose, the degradation of the deoxy sugar L-rhamnose in the 
archaeal domain has not been studied in detail. In most bacteria rhamnose is degraded via a 
phosphorylated pathway. In two bacteria an oxidative non-phosphorylated pathway of rhamnose 
metabolism – designated “diketo hydrolase pathway”- has been described in which rhamnose is 
converted into pyruvate and L-lactate (Bae et al., 2015, Watanabe & Makino, 2009). Genomic 
analyses revealed that putative genes encoding for the diketo-hydrolase pathway are also present 
in haloarchaea and few hyperthermophilic crenarchaeota. Thus, in the second part of this thesis, 
the degradation of rhamnose in selected archaea has been studied. 
Analyses of allosteric regulation of archaeal pyruvate kinases  
PKs from Thermoproteales are activated by 3PG. A sequence comparison of PKs from several 
families of archaea shows that the five amino acids postulated to form the 3PG-binding pocket of 
PK from P. aerophilum are highly conserved in PKs of other Thermoproteales, e.g. Pyrobaculum 
islandicum, Thermoproteus uzoniensis and Caldivirga maquilingensis, suggesting these enzymes 
are also activated by 3PG. To test these hypothesis, PKs from these Thermoproteales were purified 
as recombinant enzymes and characterized kinetically. In accordance with the prediction, the PKs 





could be confirmed by site-directed mutagenesis. Thus, activation by 3PG is a common feature of 
PKs from Thermoproteales and a five amino acid signature is essential for 3PG-binding. Further, 
PKs from Vulcanisaeta moutnovskia, also a member of Thermoproteales, Candidatus 
Caldiarchaeum subterraneum, Candidatus Korarchaeum cryptofilum, and from the 
hyperthermophilic euryarchaeota Pyrococcus furiosus and Thermococcus kodakarensis were 
analysed as recombinant enzymes and neither 3PG or sugar phosphates allosterically activated 
these enzymes. The absence of 3PG activation is in accordance with an incomplete 3PG-binding 
motif in these enzymes. 
PKs from Methanocaldococcus species respond to AMP. The PKs from selected methanogenic 
archaea were characterized biochemically with a focus on their allosteric properties. It was shown, 
that PKs from the hyperthermophilic Methanocaldococcales M. jannaschii and M. villosus are 
activated allosterically by AMP, the classical sugar phosphate activator from bacteria. 
Phylogenetic analyses indicate that these AMP-activated archaeal PKs later gave rise to sugar 
phosphate-activated PKs in bacteria. 
Analyses of L-rhamnose catabolism in archaea 
In the genome of H. volcanii a L-rhamnose-catabolism (rhc) gene cluster was identified, which 
encodes the complete set of enzymes of the diketo-hydrolase pathway including rhamnose 
mutarotase, rhamnose dehydrogenase, rhamnonolactonase, rhamnonate dehydratase, 2-keto-3-
deoxyrhamnonate dehydrogenase and 2,4-diketo-3-deoxyrhamnonate hydrolase. The rhc cluster 
also contains genes of components of an ABC transporter and of the transcriptional regulator 
RhcR. Transcriptional analyses revealed, that all rhc genes of rhamnose transport and degradation 
were specifically upregulated during growth of H. volcanii on rhamnose, suggesting a common 
transcriptional regulator. RhcR was characterized as the activator of all rhc genes and 2-keto-3-
deoxyrhamnonate, an intermediate of rhamnose degradation, was identified as inducer molecule 
of RhcR. The essential function of rhc genes for uptake and degradation of rhamnose was proven 
by the respective knockout mutants, which lost their ability to grow on rhamnose. Further, 
enzymes of the diketo-hydrolase pathway were homologously expressed, purified and 
characterized. Finally, it was shown that lactate utilization proteins are involved in the oxidation 
of L-lactate formed by the diketo-hydrolase pathway. Together, these results demonstrate that in 
H. volcanii rhamnose is taken up by an ABC transporter and is oxidatively degraded to pyruvate 





Beside H. volcanii, putative rhc genes of rhamnose transport and degradation are present in most 
families of haloarchaea suggesting that these organisms also degrade rhamnose via a diketo-
hydrolase pathway. Genes encoding enzymes of a diketo-hydrolase pathway could also be 
identified in the hyperthermophilic crenarchaeota Vulcanisaeta distributa and Sulfolobus 
solfataricus. Rhamnose degradation in these crenarchaeota was analyzed by growth experiments, 
transcriptional analyses and characterisation of selected enzymes, indicating the presence of the 
diketo-hydrolase pathway in these organisms. Thus, the diketo-hydrolase pathway might be a 
general degradation pathway for rhamnose in the archaeal domain.  
 
Figure 2 L-rhamnose catabolism in H. volcanii. L-rhamnose is taken up by an ABC transporter, which consists 
of a substrate binding protein (SBP), two transmembrane domains (TMDs) and two nucleotide binding domains 
(NBD). L-rhamnose is converted to pyruvate and L-lactate via the diketo-hydrolase pathway involving L-
rhamnose mutarotase (RhM), L-rhamnose dehydrogenase (RDH), L-rhamnonolactonase (RNL), L-rhamnonate 
dehydratase (RAD), 2-keto-3-deoxy-L-rhamnonate dehydrogenase (KDRDH) and 2,4-diketo-3-deoxy-L-
rhamnonate hydrolase (DKDRH). Lactate utilization proteins (Lud proteins) are involved in the oxidation of L-







Der Stammbaum des Lebens wurde basierend auf 16S- und 18S-rRNA Sequenzen von 
prokaryotischen und eukaryotischen Organismen erstellt (Abbildung 3) (Huber et al., 2002, Spang 
et al., 2010b, Woese et al., 1990). Archaea bilden im phylogenetischen Stammbaum neben den 
Domänen der Bacteria und Eukarya die dritte Domäne des Lebens. Diese phylogenetische 
Klassifizierung spiegelt sich auch in einigen molekularen und strukturchemischen Unterschieden 
zwischen den Domänen wider. So ist die Zellwand der Archaea im Wesentlichen aus Proteinen, 
Glykoproteinen und Polysacchariden aufgebaut und nicht aus dem für Bacteria charakteristischen 
Peptidoglykan (Albers & Meyer, 2011, Kandler & König, 1998). Die Cytoplasmamembran der 
Archaea weist einen Aufbau aus Di- oder Tetraetherlipiden auf, wohingegen jene der Bacteria und 
Eukarya aus Glycerin-Fettsäure-Ester-Lipiden besteht (De Rosa & Gambacorta, 1988). Archaea 
unterscheiden sich auch in physiologischen Merkmalen von Bacteria und Eukarya. So verwenden 
Archaea modifizierte Varianten der klassischen bakteriellen und eukaryotischen 
Zuckerabbauwege (Bräsen et al., 2014, Schönheit, 2008). Archaea besitzen jedoch auch einige 
Gemeinsamkeiten mit Bacteria und Eukarya. Während Archaea den Eukarya im Vorkommen von 
Histonproteinen und in ihrem basalen Transkriptionsapparat ähneln, weisen die meisten 
archaeellen Transkriptionsregulatoren Homologien zu denen aus Bacteria auf (Londei, 2007, 
Sandman & Reeve, 2001, Thomm, 2007). 
Im phylogenetischen Stammbaum bildet LUCA (last universal common ancestor) als letzter 
gemeinsamer Vorfahre von Organismen aller drei Domänen die Wurzel des Lebens (Abbildung 
3) (Weiss et al., 2016). Basierend auf vergleichenden Analysen von universellen konservierten 
Proteinen in Eukarya, Bacteria und Archaea wird für LUCA eine anaerobe Lebensweise in 
hyperthermophilen Habitaten und ein chemolithoautotropher Stoffwechsel mit H2 und CO2 
postuliert (Weiss et al., 2018b). Die tiefsten Abzweigungen im phylogenetischen Stammbaum 
bilden hyperthermophile Archaea und Bacteria, d.h. Organismen mit einem Wachstumsoptimum 
bei Temperaturen über 80 °C (Abbildung 3). Aus der Domäne der Bacteria sind nur wenige 
hyperthermophile Spezies bekannt, die den Aquificales und Thermotogales angehören, 
wohingegen aus der Domäne der Archaea viele hyperthermophile Organismen beschrieben sind 
(Stetter, 2006). 
Die Archaea werden phylogenetisch unterteilt in die gut untersuchten Phyla der Crenarchaeota 
und Euryarchaeota sowie in die Phyla der Korarchaeota, Nanoarchaeota, Thaumarchaeota und 
Aigarchaeota, von denen nur einzelne Vertreter als Reinkultur kultiviert und die vorwiegend in 





Letztere zweigen im phylogenetischen Baum nahe der Wurzel ab und repräsentieren somit eine 
Gruppe sehr ursprünglicher Organismen. Candidatus Korarchaeum cryptofilum ist der bisher 
einzige untersuchte Vertreter der Korarchaeota und für das hyperthermophile und anaerobe 
Archaeon wird eine chemoorganoheterotrophe Lebensweise mit Peptiden als Energie- und 
Kohlenstoffquelle postuliert (Elkins et al., 2008). Die Thaumarchaeota sind eine diverse Gruppe 
von mesophilen und thermophilen Organismen, die aerob und in der Regel chemolithoautotroph 
wachsen und zur Energiegewinnung Ammonium zu Nitrit oxidieren (Schleper & Nicol, 2010, 
Spang et al., 2010a). Nahe verwandt mit den Thaumarchaeota ist Candidatus Caldiarchaeum 
subterraneum, der bisher einzige Vertreter der Aigarchaeota. Dieses Archaeon wurde in 
Metagenomanalysen identifiziert und mittels single cell sequencing analysiert und für den 
Organismus wird eine aerobe und heterotrophe Lebensweise mit Peptiden und Zuckern als 
Energie- und Kohlenstoffquelle postuliert (Nunoura et al., 2011, Takami et al., 2015).  
 
Abbildung 3 Schematischer Stammbaum des Lebens mit den Domänen Bacteria, Eukarya und Archaea 
(modifiziert nach Allers und Mevarech 2005). Der Stammbaum basiert auf 16S- bzw. 18S-rRNA 






Die Crenarchaeota umfassen eine Vielzahl anaerober und hyperthermophiler Organismen wie 
zum Beispiel Pyrolobus fumarii aus der Ordnung der Desulfurococcales, der in der Lage ist bei 
Temperaturen bis 113°C chemolithoautotroph zu wachsen (Abbildung 3)(Blöchl et al., 1997). 
Eine weitere Gruppe hyperthermophiler Crenarchaeota sind die Thermoproteales, zu der 
Gattungen wie Pyrobaculum, Thermoproteus und Vulcanisaeta gehören (Huber & Stetter, 1992). 
Vertreter dieser Ordnung wachsen chemolithoautotroph oder chemoorganoheterotroph mittels 
Schwefelatmung, wobei sie Zucker oder Peptide als Energie- und Kohlenstoffquelle nutzen. 
Ebenfalls zu den Crenarchaeota gehören thermoacidophile Organismen der Ordnung Sulfolobales, 
zum Beispiel S. solfataricus, die saure Standorte wie terrestrische Solfataren besiedeln (pH-Wert 
2-4) (Brock et al., 1972, Segerer & Stetter, 1992b). Sulfolobales sind Aerobier und können sowohl 
chemolithoautotroph mittels Oxidation von Schwefelwasserstoff oder Schwefel als auch 
chemoorganoheterotroph wachsen und Peptide und Zucker zur Energiegewinnung abbauen. 
Die Phyla der Thaumarchaeota, Aigarchaeota, Crenarchaeota und Korarchaeota werden aufgrund 
ihrer phylogenetischen Nähe zueinander zur monophyletischen Gruppe des TACK Superphylums 
zusammengefasst (Guy & Ettema, 2011). Phylogenetische Analysen haben ergeben, dass der 
Vorläufer der Eukarya aus dem TACK Superphylum stammte. So weisen viele Organismen des 
TACK Superphylums Proteine auf, die charakteristisch für Eukarya sind (Guy & Ettema, 2011). 
Zu diesen sogenannten eukaryotischen Signaturproteinen (ESP) gehören zum Beispiel 
Bestandteile der eukaryotischen RNA-Polymerase III oder Homologe des Aktins. Kürzlich wurde 
eine Gruppe ursprünglicher Archaea identifiziert, deren Genome für eine Vielzahl von ESPs 
kodieren, weshalb für diese sogenannten Lokiarchaeota eine Rolle als Bindeglied zwischen 
Eukarya und Archaea diskutiert wird (Spang et al., 2015).  
Die Euryarchaeota stellen eine große und phänotypisch sowie physiologisch sehr heterogene 
Organismengruppe dar (Abbildung 3). So gehören dem Phylum neben hyperthermophilen 
Vertretern der Thermococcales wie Pyrococcus furiosus und Thermococcus kodakarensis, die 
ausschließlich chemoorganoheterotroph mit Peptiden und Zuckern als Energiequelle wachsen, 
auch thermoacidophile Organismen wie Thermoplasma acidophilum und Picrophilus torridus aus 
der Ordnung der Thermoplasmatales an (Schleper et al., 1995, Segerer & Stetter, 1992a). Letztere 
sind in der Lage, fakultativ aerob mit Zuckern als einziger Energiequelle zu wachsen. Ebenfalls 
zu den Euryarchaeota gehören methanogene Archaea, die strikt anaerob und lithoautotroph sind 
und CO2 und H2 zu Methan als zentrales Endprodukt ihres Energiestoffwechsels umsetzen 
(Thauer et al., 2008). Die Gruppe der methanogenen Archaea ist divers und umfasst 
hyperthermophile Vertreter wie Methanocaldococcus jannaschii und mesophile Vertreter wie 





wie hydrothermale Quellen und Moore und sind ebenfalls in Faultürmen von Kläranlagen 
nachgewiesen worden. Eine weitere große Gruppe innerhalb der Euryarchaeota bilden halophile 
Archaea mit Vertretern wie zum Beispiel Haloarcula marismortui und Haloferax volcanii. 
Haloarchaea besiedeln Biotope mit hohen Salzkonzentrationen von 1 bis 5 M NaCl wie natürliche 
Salzlaken, Salinen oder Gewässer wie das Tote Meer (Oren, 2007). Um der osmotischen Wirkung 
der hohen Salzkonzentrationen der Umgebung entgegen zu wirken, akkumulieren halophile 
Archaea intrazellulär hohe Konzentrationen an Kaliumchlorid (bis zu 4 M). Die Proteine dieser 
Organismen weisen deshalb überdurchschnittlich viele saure Aminosäuren an der 
Proteinoberfläche auf, um eine stabile Hydrathülle unter den hohen intrazellulären 
Salzkonzentrationen auszubilden und ein Ausfällen zu verhindern (Dennis & Shimmin, 1997). 
Halophile Archaea sind in der Regel aerob und wachsen chemoorganotroph mit Zuckern und 
Peptiden als Energie- und Kohlenstoffquelle (Oren, 1994).  
3.1 Zuckerabbauwege in Eukarya, Bacteria und Archaea 
Eine Vielzahl von Eukarya, Bacteria und Archaea wachsen chemoorganotroph mit 
Zuckerpolymeren, Disacchariden und Monosacchariden als Energie- und Kohlenstoffquelle. Die 
Abbauwege dieser Zuckerpolymere und deren Bausteine, insbesondere der Hexosen D-Glucose 
und D-Fructose, der Pentosen D-Xylose und L-Arabinose und der Desoxy-Zucker L-Fucose und 
L-Rhamnose, wurden intensiv untersucht. Vergleichende Analysen haben ergeben, dass die für 
Bacteria und Eukarya beschriebenen klassischen Zuckerabbauwege in der Domäne der Archaea 
nicht vorkommen. Stattdessen verwenden Archaea modifizierte Varianten dieser Wege an denen 
ungewöhnliche Enzyme mit neuartigen Eigenschaften beteiligt sind (Bräsen et al., 2014, 
Schönheit, 2008). Im Folgenden werden zunächst die klassischen Zuckerabbauwege für die 
Hexose D-Glucose aus Bacteria und Eukarya vorgestellt und mit den modifizierten Varianten der 
Archaea verglichen, wobei insbesondere auf ein Enzym, die Pyruvat Kinase, eingegangen wird. 
Anschließend wird der Abbau des Desoxy-Zuckers L-Rhamnose in Eukarya, Bacteria und 
Archaea vorgestellt.  
3.1.1 Der Abbau von D-Glucose und die Rolle der Pyruvat Kinase als allosterischer 
Kontrollpunkt 
D-Glucose, ein Baustein der Stärke und der Cellulose, kann von Organismen aus allen drei 
Domänen abgebaut werden. In Eukarya und anaeroben sowie fakultativen Bacteria erfolgt der 
Katabolismus von D-Glucose über den klassischen Embden-Meyerhof (EM) Weg (Abbildung 4). 





Bacteria erfolgt diese Reaktion über das Phosphoenolpyruvat (PEP) abhängige 
Phosphotransferase System oder wird von einer ATP-abhängigen Glucokinase katalysiert, 
wohingegen in Eukarya die Umsetzung über eine ATP-abhängige und allosterisch regulierte 
Hexokinase erfolgt. G6P wird im Anschluss von einer Phosphoglucose Isomerase (PGI) zu 
Fructose-6-Phosphat isomerisiert, welches von einer ATP-abhängigen und allosterisch regulierten 
Phosphofructokinase (PFK) zu Fructose-1,6-Bisphosphat (FBP) phosphoryliert wird. Die 
anschließende Spaltung von FBP wird von einer FBP-Aldolase katalysiert, wobei 
Glycerinaldehyd-3-Phosphat (GAP) und Dihydroxyacetonphosphat (DHAP) entstehen. DHAP 
wird von einer Triosephosphatisomerase zu einem zweiten Molekül GAP umgesetzt und GAP 
wird in zwei reversiblen Schritten von einer GAP-Dehydrogenase (GAP-DH) und einer 
Phosphoglycerat Kinase (PGK) über 1,3-Bisphosphoglycerat zu 3-Phosphoglycerat (3PG) 
oxidiert. Anschließend wird 3PG über 2-Phosphoglycerat (2PG) zu Pyruvat umgesetzt. Der letzte 
Schritt, die Umsetzung von PEP zu Pyruvat, wird von einer Pyruvat Kinase (PK) katalysiert, die 
allosterisch reguliert wird.  
 
Abbildung 4 Die modifizierten Embden-Meyerhoff Wege aus hyperthermophilen Archaea. Dargestellt sind 
die modifizierten EM-Wege aus Archaea (farbige Pfeile) im Vergleich zum klassischen EM-Weg aus 
T. maritima und E. coli (schwarze Pfeile). Irreversible Reaktionen sind im Schema durch rote Pfeile dargestellt. 
Abkürzungen: GK, Glucokinase; PGI, Phosphoglucose Isomerase; PFK, 6-Phosphofructokinase; oxid., 
oxidierende; PK, Pyruvat Kinase; Glc-6-P, Glucose-6-Phosphat; F-6-P, Fructose-6-Phosphat; F-1,6-BP, 
Fructose-1,6-Bisphosphat; GAP, Glycerinaldehyd-3-Phosphat; DHAP, Dihydroxyacetonphosphat; 1,3-BPG, 





Der klassische EM-Weg aus Bacteria und Eukarya kommt in Archaea nicht vor. Stattdessen 
existieren modifizierte Varianten des EM-Weges in einigen hyperthermophilen, anaeroben 
Archaea (Bräsen et al., 2014, Schönheit, 2008). Dabei werden Enzyme verwendet, die neuartige 
Reaktionen katalysieren und die sich in ihrem Phosphorylgruppendonor und ihrem 
Substratspektrum von den klassischen Enzymen unterscheiden. Auch werden Enzyme verwendet, 
die, obwohl sie vergleichbare Reaktionen katalysieren, in andere Proteinfamilien gehören als die 
klassischen Enzyme aus Bacteria und Eukarya. Für einige methanogene Archaea der 
Methanococcales und Methanosarcinales ist ebenfalls das Vorkommen eines modifizierten EM-
Weges beschrieben, obwohl diese Organismen eigentlich strikt lithoautotroph sind (Verhees et 
al., 2001, Yu et al., 1994). Diese Archaea bilden jedoch bei Wachstum auf CO2 und H2 Glykogen, 
welches sie anschließend über den modifizierten EM-Weg abbauen. Im Folgenden werden einige 
der Modifikationen der archaeellen Varianten des EM-Weges vorgestellt.  
Eine Modifikation betrifft die Glucokinasen (Abbildung 4). So besitzen die Euryarchaeota P. 
furiosus und Thermococcus sp. neuartige Glucokinasen, die ADP als Phosphorylguppendonor 
verwenden (Kengen et al., 1995, Koga et al., 2000). Die Crenarchaeota Pyrobaculum aerophilum, 
Thermoproteus tenax und Aeropyrum. pernix phosphorylieren Glucose über ATP-abhängige 
Glucokinasen, die, anders als die ATP-abhängigen Glucokinasen der Bacteria, ein breites 
Substratspektrum für Hexosen aufweisen (Dörr et al., 2003, Hansen et al., 2002)(Hansen und 
Schönheit, unveröffentlicht). Für keine der bisher charakterisierten Glucokinasen aus Archaea 
konnte eine allosterische Regulierbarkeit nachgewiesen werden.  
Die anschließende Isomerisierung von G6P zu F6P wird in Archaea von ungewöhnlichen 
Phosphoglucose Isomerasen katalysiert (Abbildung 4). So sind für P. aerophilum und A. pernix 
neuartige und bifunktionelle Glucose-6-Phosphat/Mannose-6-Phosphat Isomerasen (PGI/PMI) 
beschrieben (Hansen et al., 2004a, Hansen et al., 2004b). In P. furiosus und Thermococcus sp. 
erfolgt die Isomerisierung von G6P zu F6P über eine metallabhängige PGI der Cupin-
Superfamilie, die keine Ähnlichkeit zu den archaeellen PGI/PMIs sowie zu den klassischen PGIs 
aus Bacteria aufweist und die damit eine konvergente Entwicklungslinie darstellen (Hansen et al., 
2005, Jeong et al., 2003). 
Eine weitere Modifikation archaeeller EM-Wege betrifft die PFK (Abbildung 4). Während die 
PFKs der PFK-A Familie aus Bacteria und Eukarya ATP-abhängig sind, sind für Archaea unter 
anderem ADP-abhängige PFKs, zum Beispiel in Thermococcus sp. und P. furiosus, als auch eine 
Pyrophosphat-abhängige PFK in Thermoproteus tenax beschrieben (Ronimus et al., 1999, Siebers 
et al., 1998, Tuininga et al., 1999). Die PFKs aus P. aerophilum und A. pernix sind ATP-abhängig, 





Familie (Hansen & Schönheit, 2001)(Arbeitsgruppe Schönheit). Für das hyperthermophile und 
methanogene Archaeon M. jannaschii ist eine ADP-abhängige und bifunktionelle 
Glucokinase/Phosphofructokinase beschrieben (Sakuraba et al., 2002). Bisher konnte für keine 
dieser untersuchten, archaeellen Kinasen eine allosterische Regulation gezeigt werden. 
Auch bei der Umsetzung von GAP zu 3PG zeigen sich Modifikationen zur zweistufigen und 
reversiblen Reaktion in Bacteria und Eukarya über GAP-DH und PGK (Abbildung 4). So setzen 
P. aerophilum, P. furiosus und M. jannaschii GAP in einer Reaktion und irreversibel über eine 
GAP:Ferredoxin-Oxidoreduktase (GAPOR) zu 3PG um, wobei Ferredoxin reduziert wird 
(Mukund & Adams, 1995, Reher et al., 2007). T. tenax und S. solfataricus verwenden eine nicht-
phosphorylierende GAP-DH (GAPN), wobei NAD(P)+ als Elektronenakzeptor fungiert (Brunner 
et al., 1998, Ettema et al., 2008).  
Die meisten aeroben Bacteria bauen D-Glucose über den klassischen Entner-Doudoroff (ED) Weg 
ab. Glucose wird dabei von einer ATP-abhängigen Glucokinase zu Glucose-6-Phosphat 
phosphoryliert, welches von einer Glucose-6-Phosphat Dehydrogenase zu 6-Phosphogluconat 
oxidiert wird. Eine 6-Phosphogluconat Dehydratase katalysiert die Dehydratisierung von 6-
Phosphogluconat zu 2-Keto-3-Desoxy-6-Phosphogluconat (KDPG) und KDPG wird von einer 
KDPG Aldolase zu Pyruvat und GAP gespalten. Die anschließende Umsetzung von GAP zu 
einem weiteren Molekül Pyruvat erfolgt über die Enzyme des EM-Weges, wobei die letzte 
Reaktion von einer PK katalysiert wird.  
In aeroben Archaea sind verschiedene Modifikationen des ED-Weges bekannt (Abbildung 5) 
(Bräsen et al., 2014, Siebers & Schönheit, 2005). So ist für die thermoacidophilen Euryarchaeota 
Picrophilus torridus und Thermoplasma acidophilum ein nicht-phosphorylierter ED-Weg 
beschrieben, bei dem Glucose ohne die Bildung eines phosphorylierten Intermediates zu 2-Keto-
3-Desoxygluconat (KDG) umgesetzt wird (Abbildung 5) (Reher et al., 2010, Smith et al., 1989). 
KDG wird anschließend von einer KDG Aldolase zu Pyruvat und Glycerinaldehyd gespalten und 
Letzteres zu einem zweiten Molekül Pyruvat umgesetzt. Für Haloarchaea, wie H. volcanii, wurde 
gezeigt, dass diese einen semi-phosphorylierten ED-Weg für den Abbau von Glucose verwenden 
(Abbildung 5) (Pickl et al., 2014, Sutter et al., 2016). Dabei wird Glucose zu KDG umgesetzt und 
erst auf dieser Stufe erfolgt die Phosphorylierung zum phosphorylierten Intermediat KDPG durch 
eine KDG Kinase. KDPG wird anschließend von einer KDPG Aldolase in Pyruvat und GAP 
gespalten und GAP weiter zu Pyruvat abgebaut. In dem thermoacidophilen Crenarchaeon 
S. solfataricus erfolgt der Abbau von Glucose über einen verzweigten („Branched“) ED-Weg, der 





(Ahmed et al., 2005). Das Intermediat KDG wird dabei entweder zu Glycerinaldehyd und Pyruvat 
gespalten, oder zunächst von einer KDG Kinase zu KDPG phosphoryliert und anschließend zu 
GAP und Pyruvat gespalten. Das gebildete Glycerinaldehyd bzw. GAP wird im Anschluss zu 
Pyruvat umgesetzt. Allen modifizierten Varianten der archaeellen ED-Wege ist gemeinsam, dass 
im letzten Schritt eine PK die Umsetzung von PEP zu Pyruvat katalysiert. 
 
Abbildung 5 Die modifizierten Entner-Doudoroff Wege aus Archaea. Dargestellt sind der nicht-
phosphorylierte ED-Weg aus dem thermoacidophilen Euryarchaeon P. torridus, der verzweigte „Branched“ ED-
Weg aus dem thermoacidophilen Crenarchaeon S. solfataricus und der semi-phosphorylierte ED-Weg aus dem 
halophilen Archaeon H. volcanii. Die Enzyme der Umsetzung von Glucose zu KDG sowie der Umsetzung von 
GA zu 2PG und GAP zu 2PG sind nicht abgebildet. Abkürzungen: KDG, 2-Keto-3-Desoxygluconat; KDPG, 2-
Keto-3-Desoxy-6-Phosphogluconat; GA, Glycerinaldehyd; GAP, Glycerinaldehyd-3-Phosphat; 2PG, 2-
Phosphoglycerat; PEP, Phosphoenolpyruvat; KDGA, 2-Keto-3-Desoxygluconat Aldolase; KDGK, 2-Keto-3-
Desoxygluconat Kinase; KDPGA, 2-Keto-3-Desoxy-6-Phosphogluconat Aldolase; ENO, Enolase; PK, Pyruvat 
Kinase. 
Die klassischen glykolytischen Abbauwege der Bacteria und Eukarya werden in der Regel streng 
reguliert, um auf energetische Veränderungen in der Zelle schnell zu reagieren. Die Regulation 
des klassischen EM-Weges erfolgt dabei durch die allosterische Regulation von Enzymen, die 
irreversible und energiekonservierende Reaktionen katalysieren. So werden PFK und PK durch 





Zelle widerspiegeln, allosterisch reguliert. In Eukarya ermöglicht darüber hinaus die Hexokinase 
eine allosterische Regulation innerhalb des EM-Weges. Im Folgenden soll näher auf die PK 
eingegangen werden, da dieses Enzym sowohl in den klassischen EM- und ED-Wegen der 
Eukarya und Bacteria, als auch in den modifizierten glykolytischen Wegen der Archaea eine 
irreversible Reaktion katalysiert und somit einen potentiellen allosterischen Kontrollpunkt 
darstellt. 
Pyruvat Kinasen und ihre Rolle als allosterischer Kontrollpunkt 
PKs katalysieren die letzte energiekonservierende Reaktion innerhalb glykolytischer Abbauwege, 
in der die Phosphorylgruppe von Phosphoenolpyruvat (PEP) auf ADP übertragen wird, wobei 
ATP und Pyruvat entstehen. Die PKs aus Bacteria und Eukarya sind gut untersucht. Es handelt 
sich vorwiegend um homotetramere Enzyme mit einem Molekulargewicht von etwa 200 kDa. Die 
Kristallstrukturen einer Vielzahl von PKs, zum Beispiel aus E. coli und Saccharomyces 
cerevisiae, sind gelöst und Analysen der Kristallstrukturen haben ergeben, dass jede PK-
Untereinheit aus einer A-, B- und C-Domäne besteht (Jurica et al., 1998, Mattevi et al., 1995). 
Eukaryotische PKs weisen zusätzlich noch eine N-terminale N-Domäne auf. PKs zeigen in der 
Regel mit ihren Substraten PEP und/oder ADP eine sigmoidale Sättigungskinetik, was auf eine 
positive Kooperativität des Enzyms hindeutet (Jurica et al., 1998, Waygood et al., 1976, Waygood 
et al., 1975). Kooperativität bedeutet, dass die Bindung eines Substratmoleküls an einer 
Untereinheit des Enzyms die Substrataffinität der anderen Untereinheiten des Enzyms erhöht. PEP 
und ADP binden dabei als sogenannte homotrope Effektoren in der katalytischen Domäne der PK, 
welche von der A- und B-Domäne gebildet wird.  
PKs sind allosterische Enzyme, die in der Regel durch die Zuckerphosphate FBP, R5P oder AMP 
allosterisch aktiviert werden. AMP kann dabei als Zuckerphosphat betrachtet werden, da es einen 
phosphorylierten Ribosylrest aufweist. Die allosterischen Effektoren, die auch als homotrope 
Effektoren bezeichnet werden, binden dazu im allosterischen Zentrum der PK, das sich in der C-
Domäne befindet. Dabei bewirkt die Bindung des homotropen Effektors eine 
Konformationsänderung des Enzyms, die sich auf das aktive Zentrum auswirkt, wodurch die 
Affinität des Enzyms zu seinem Substrat verändert wird.  
Die PKs aus Eukarya und aus einigen Bacteria werden mit FBP allosterisch aktiviert. FBP ist das 
Produkt der irreversiblen PFK und wird im oberen Teil des EM- Weges gebildet. Diese sogenannte 





Reaktion erhöht, ermöglicht die Koordination der Reaktionsgeschwindigkeiten zwischen dem 
oberen und dem unteren Teil des EM-Weges. Die PKs der Protozoa Leishmania mexicana und 
Trypanosoma brucei werden dagegen mit Fructose-2,6-Bisphosphat (F-2,6-BP) allosterisch 
reguliert, wobei diese ungewöhnliche Regulation als Folge einer parasitären Lebensweise 
diskutiert wird (Morgan et al., 2010, van Schaftingen et al., 1985). Inzwischen existieren eine 
Reihe von Kristallstrukturen von FBP- und F-2,6-BP- aktivierten PKs. So ist für die FBP-
aktivierte PK aus S. cerevisiae die Kristallstruktur mit gebundenem FBP in der C-Domäne gelöst 
und es wurden wichtige Aminosäuren für die FBP-Bindung im allosterischen Zentrum 
identifiziert (Jurica et al., 1998). Insbesondere wurde dabei für einen Cluster von Serin- und 
Threoninresten eine Beteiligung an der Bindung des 6‘-Phosphates von FBP gezeigt.  
Die PKs aus Bacteria werden neben FBP vor allem durch AMP oder R5P allosterisch aktiviert. 
So ist zum Beispiel für die PK aus Thermotoga maritima eine allosterische Regulierbarkeit mit 
AMP und für die PK aus Geobacillus stearothermophilus mit AMP und R5P beschrieben (Johnsen 
et al., 2003, Sakai et al., 1986). Für einige Bacteria, zum Beispiel E. coli, wurde gezeigt, dass 
diese Organismen zwei PK Isoenzyme aufweisen, wobei eine PK spezifisch mit FBP und die 
andere PK mit AMP und R5P allosterisch reguliert wird (Waygood et al., 1976, Waygood et al., 
1975). Die PKs aus Milchsäurebakterien sind hinsichtlich ihrer allosterischen Regulation divers. 
So sind sowohl FBP-, als auch G6P- und AMP-aktivierte PKs beschrieben (Crow & Pritchard, 
1976, Veith et al., 2013). Kürzlich wurde für die PK aus dem Bakterium Mycobacterium 
tuberculosis eine allosterische Aktivierung mit G6P und AMP gezeigt (Zhong et al., 2017). Die 
Kristallstruktur mit gebundenem G6P und AMP in der C-Domäne wurde gelöst und zwei distinkte 
Bindetaschen, eine für G6P und eine für AMP, nachgewiesen (Zhong et al., 2017). 
In der Domäne der Archaea sind bisher wenige PKs aus hyperthermophilen und 
thermoacidophilen Organismen auf ihre allosterische Regulation hin untersucht worden (De la 
Vega-Ruiz et al., 2015, Johnsen et al., 2003, Schramm et al., 2000). Diese homotetrameren 
Enzyme mit einem nativen Molekulargewicht von 200 kDa zeigen alle eine positive 
Kooperativität mit PEP und/oder ADP. Für die PKs der hyperthermophilen Crenarchaeota A. 
pernix, Desulfurococcus kamchatkensis, T. tenax, Thermofilum pendens und P. aerophilum 
konnte jedoch keine allosterische Regulation durch die klassischen allosterischen Effektoren FBP, 
AMP und R5P nachgewiesen werden (Johnsen et al., 2003, Schramm et al., 2000) (Arbeitsgruppe 
Schönheit). Auch die PKs aus den thermoacidophilen Archaea T. acidophilum, P. torridus und S. 






Kürzlich wurde die Struktur der PK aus P. aerophilum, einem Vertreter der Ordnung 
Thermoproteales, gelöst und insbesondere die C-Domäne analysiert, um die fehlende allosterische 
Regulation durch klassische Aktivatoren zu verstehen (Solomons et al., 2013). 
Überraschenderweise wurde dabei innerhalb der C-Domäne eine Phosphatbindestelle identifiziert, 
die in Vergleichen mit der Kristallstruktur der PK aus S. cerevisiae der Phosphatbindestelle für 
das 6‘-Phosphat von FBP entsprach. Die Möglichkeit einer Phosphatbindung deutete auf eine 
potentielle allosterische Regulierbarkeit der PK aus P. aerophilum durch einen bisher nicht 
bekannten phosphorylierten Effektor hin. Mit Hilfe der Kristallstruktur konnte eine potentielle 
Bindetasche für eine phosphoryliert C3- oder C4-Verbindung in der C-Domäne der PK aus P. 
aerophilum vorhergesagt werden (Abbildung 6) und über biochemische Analysen wurde 
schließlich 3PG als neuartiger allosterischer Aktivator der PK identifiziert (Solomons et al., 
2013). 3PG stellt dabei einen völlig neuen Typus eines allosterischen Aktivators von PKs dar. So 
ist 3PG eine kleine phosphorylierte Säure und kein Zuckerphosphat wie FBP, R5P oder AMP.  
 
Abbildung 6 Das allosterische Zentrum der PK von P. aerophilum mit gemodeltem 3PG. Die Aminosäuren 
Tyrosin-428 und Serin-381 binden vermutlich die Phosphatgruppe von 3PG und die Arginine R359, R389 und 
R451 sind voraussichtlich an der Bindung der Carboxylgruppe von 3PG beteiligt.  
Für die PK aus P. aerophilum konnten außerdem über Strukturmodelle und ortsspezifische 
Mutageneseexperimente fünf Aminosäuren für die Bindung von 3PG im allosterischen Zentrum 
identifiziert werden (Abbildung 6)(Solomons et al., 2013). So wird vermutlich die 
Phosphatgruppe von 3PG von einem Serin an Position 381 und einem Tyrosin an Position 428 
gebunden. Die Bindung der Carboxylgruppe von 3PG erfolgt vermutlich über drei Argininreste 
an den Positionen 359, 389 und 451. Eine weiterführende Analyse zur Beteiligung der einzelnen 





wurde bisher noch nicht untersucht, ob die allosterische Aktivierung mit 3PG eine Besonderheit 
der PK aus P. aerophilum oder eine generelle Eigenschaf archaeeller PKs ist. Darum sollten im 
ersten Teil dieser Arbeit die PKs aus verschiedenen archaeellen Gruppen charakterisiert und auf 
ihre allosterische Regulation untersucht werden. Insbesondere sollten dabei folgende 
Fragestellungen behandelt werden: 
1. Mit Hilfe von Sequenzvergleichen sollte geprüft werden, ob homologe Reste der 
3PG-Bindung der PK aus P. aerophilum auch in den PKs weiterer Archaea der Ordnung 
Thermoproteales sowie in den PKs anderer archaeeller Ordnungen vorhanden sind.  
2. Die PKs von weiteren Vertretern der Ordnung Thermoproteales, von Pyrobaculum 
islandicum, Thermoproteus uzoniensis, Caldivirga maquilingensis und Vulcanisaeta 
moutnovskia, sollten kloniert, exprimiert und nach Reinigung die rekombinanten Enzyme 
biochemisch charakterisiert und insbesondere auf ihre allosterische Regulierbarkeit mit 
3PG getestet werden. 
3. Weiterhin sollten die PKs aus ausgewählten hyperthermophilen Organismen der 
Aigarchaeota, Korarchaeota und Thermococcales sowie aus hyperthermophilen und 
mesophilen methanogenen Archaea überexprimiert, gereinigt und die rekombinanten 
Enzyme auf ihre allosterische Regulierbarkeit mit 3PG sowie mit Zuckerphosphaten 






3.1.2 Abbau von L-Rhamnose  
Im zweiten Teil dieser Arbeit sollte der Abbau des in der Natur weit verbreiteten Desoxy-Zuckers 
L-Rhamnose (6-Desoxy-Mannose) in der Domäne der Archaea untersucht werden. Rhamnose ist 
zum Beispiel Bestandteil des pflanzlichen Pektins oder der Lipopolysaccharidschicht Gram 
negativer Bacteria und kann von vielen Mikroorganismen als Wachstumssubstrat abgebaut 
werden. Der Abbau von Rhamnose ist in Bacteria gut untersucht. Die meisten Bacteria, zum 
Beispiel E. coli und Bacillus subtilis, bauen Rhamnose über einen phosphorylierten Abbauweg ab 
(Abbildung 7) (Egan & Schleif, 1993, Hirooka et al., 2015, Moralejo et al., 1993). Dabei wird 
Rhamnose von einer Isomerase zu L-Rhamnulose umgesetzt, welches von einer Kinase zu L-
Rhamnulose-1-Phosphat (R1P) phosphoryliert wird. Eine Aldolase spaltet R1P zu L-Lactaldehyd 
und DHAP.  
 
Abbildung 7 L-Rhamnose-Abbauwege in Bacteria und Eukarya. Dargestellt sind der klassische 
phosphorylierte Rhamnose-Abbauweg der meisten Bacteria, zum Beispiel E. coli, der nicht-phosphorylierte 
Aldolase Weg von einigen Pilzen und Bacteria, zum Beispiel Debaryomyces hansenii und Azotobacter 
vinelandii, und der nicht-phosphorylierte Diketo-Hydrolase Weg von Sphingomonas sp. und Sulfobacillus 
thermosulfidooxidans. Abkürzungen: RDH, L-Rhamnose Dehydrogenase; RNL, L-Rhamnonolactonase; RAD, 
L-Rhamnonat Dehydratase; KDRA, 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Aldolase; KDRDH, 2-Keto-3-







Das Bacterium Rhizobium leguminosarum baut Rhamnose ebenfalls über einen phosphorylierten 
Weg ab, wobei jedoch zuerst die Phosphorylierung von Rhamnose zu L-Rhamnose-1-Phosphat 
und anschließend die Isomerisierung zu R1P erfolgt (Richardson et al., 2004). Für die Bacteria E. 
coli und  R. leguminosarum ist darüber hinaus gezeigt, dass eine L-Rhamnose Mutarotase die 
initiale Umsetzung von α- zu β-L-Rhamnose katalysiert (Richardson et al., 2008, Ryu et al., 2005). 
Neben dem Abbau ist für Bacteria auch der Transport von Rhamnose gut untersucht und es sind 
sowohl Protonen-Symporter, zum Beispiel in E. coli, als auch ABC-Transporter, zum Beispiel in 
R. leguminosarum, beschrieben (Muiry et al., 1993, Richardson et al., 2004). Auch ist die 
transkriptionelle Regulation des Rhamnose-Abbaus für einige Bacteria aufgeklärt. So fungieren 
in E. coli die Regulatoren RhaR und RhaS der AraC/XylS-Familie simultan als Aktivatoren (Via 
et al 1996). In R. leguminosarum und B. subtilis wurden Repressoren der DeoR-Familie 
identifiziert (Hirooka et al., 2015, Richardson et al., 2004). 
Für einige Pilze und Bacteria sind zwei alternative Abbauwege für L-Rhamnose beschrieben: der 
Aldolase Weg und der Diketo-Hydrolase Weg. Der Aldolase Weg kommt in dem Bakterium 
Azotobacter vinelandii und einigen eukaryotischen Pilzen, zum Beispiel in Scheffersomyces 
stipitis, Aspergillus niger und Pullularia pullulans vor (Abbildung 7) (Khosravi et al., 2017, 
Koivistoinen et al., 2012, Koivistoinen et al., 2008, Rigo et al., 1976, Watanabe et al., 2008). In 
diesem Abbauweg wird Rhamnose oxidativ und ohne die Bildung eines phosphorylierten 
Intermediates zu Pyruvat und L-Lactaldehyd abgebaut. Rhamnose wird dabei in einem ersten 
Schritt von einer Rhamnose Dehydrogenase (RDH) zu L-Rhamnonolacton oxidiert, das von einer 
Rhamnonolactonase (RNL) zu L-Rhamnonat hydrolysiert wird. Eine Rhamnonat Dehydratase 
(RAD) setzt Rhamnonat zu 2-Keto-3-Desoxy-L-Rhamnonat (KDR) um, welches anschließend 
von einer 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Aldolase (KDRA) zu Pyruvat und L-Lactaldehyd gespalten 
wird. Der alternative Diketo-Hydrolase Weg zum Abbau von Rhamnose wurde für die Bacteria 
Sphingomonas sp. und Sulfobacillus thermosulfidooxidans identifiziert (Abbildung 7) (Bae et al., 
2015, Watanabe & Makino, 2009). Rhamnose wird in diesem nicht-phosphorylierten Weg zu 
Pyruvat und L-Lactat abgebaut. Die ersten Schritte dieses Weges, die Umsetzung von Rhamnose 
zu KDR, sind dabei identisch mit dem Aldolase Weg und werden von homologen Enzymen 
katalysiert, von RDH, RNL und RAD. KDR wird jedoch, anders als im Aldolase Weg, von einer 
KDR Dehydrogenase (KDRDH) zu 2,4-Diketo-3-Desoxy-L-Rhamnonat (DKDR) oxidiert, 
welches von einer DKDR Hydrolase (DKDRH) zu L-Lactat und Pyruvat hydrolysiert wird. Über 
den Transport von Rhamnose und die transkriptionelle Regulation dieser alternativen Rhamnose-





Im Gegensatz zu Bacteria und Eukarya ist der Rhamnose-Abbau in Archaea wenig untersucht. Im 
Genom des thermoacidophilen Euryarchaeons T. acidophilum wurden Gene identifiziert, die für 
Enzyme eines Diketo-Hydrolase Weges kodieren (Kim et al., 2012). Das erste Enzym, die RDH, 
wurde außerdem charakterisiert. Für das thermoacidophile Crenarchaeon S. solfataricus wurde 
kürzlich der Abbau eines anderen Desoxy-Zuckers, der von L-Fucose, aufgeklärt (Wolf et al., 
2016). Es wurde gezeigt, dass S. solfataricus Fucose über einen oxidativen und nicht-
phosphorylierten Weg abbaut, der promisk ist für den Abbau der Pentose D-Arabinose (Brouns et 
al., 2006).  
In der vorliegenden Arbeit wurden Genomanalysen durchgeführt, wobei in dem Genom des 
halophilen Euryarchaeons H. volcanii ein putativer Gencluster identifiziert wurde, der für einen 
ABC-Transporter und die Enzyme eines Diketo-Hydrolase Weges für die Aufnahme und den 
Abbau von Rhamnose sowie für den Transkriptionsaktivators RhcR kodiert. Außerdem wurden 
putative Gene eines Diketo-Hydrolase Weges in den Genomen einiger hyperthermophiler 
Creanarchaeota nachgewiesen. Daraus ergaben sich für die vorliegende Arbeit folgende 
Aufgaben: 
1. Für H. volcanii sollte die Beteiligung der putativen Gene des ABC-Transporters und des 
Diketo-Hydrolase Weges an der Aufnahme und dem Abbau von Rhamnose mit Hilfe von 
Transkriptionsanalysen und Wachstumsexperimenten mit Deletionsmutanten untersucht 
werden. Außerdem sollte analysiert werden, ob Lud-Proteine an der Oxidation von L-
Lactat, das über den Diketo-Hydrolase Weg gebildet wird, beteiligt sind. 
2. Weiterhin sollten die kodierenden Gene des Diketo-Hydrolase Weges in einen 
Überexpressionsvektor kloniert, homolog überexprimiert und die rekombinanten Enzyme 
nach Reinigung detailliert biochemische analysiert werden. 
3. Die transkriptionelle Regulation des Rhamnose-Katabolismus in H. volcanii sollte 
aufgeklärt werden. Dabei sollte insbesondere die Funktion von RhcR als 
Transkriptionsregulator der Gene des Rhamnose-Abbaus untersucht werden. Außerdem 
sollten Experimente durchgeführt werden, um ein potentielles Signalmolekül von RhcR 
zu identifizieren. 
4. Für die Crenarchaeota Vulcanisaeta distributa und S. solfataricus sollte die Beteiligung 
der putativen Gene des Diketo-Hydrolase Weges am Rhamnose-Abbau mit Hilfe von 
Transkriptionsanalysen und biochemischen Untersuchungen ausgewählter Enzyme 
geprüft werden.  
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4 Material und Methoden 
4.1 Wachstum von Organismen 
Die Züchtung von Mikroorganismen erfolgte, wenn nicht anders beschrieben, unter aeroben 
Bedingungen in 100 ml Erlenmeyerkolben mit 20 ml Medium. Das Wachstum über die Zeit wurde 
mittels Zunahme der Streuung bei 600 nm im Einstrahlphotometer (Ultrospec 2000, GE 
Healthcare) gemessen. Die Messwerte wurden um die Extinktion des Mediums korrigiert und 
Proben mit einer optischen Dichte über 0,5 mit Medium verdünnt.  
4.1.1 Wachstum von Haloferax volcanii 
In dieser Arbeit wurden die H. volcanii Stämme H26, H555 und H1209 verwendet (Tabelle 1). 
Die Anzucht von H. volcanii in Flüssigkulturen erfolgte in Synthetikmedium (Tabelle 2) mit 1 % 
Casaminosäuren bei 42 °C und einer Schüttelgeschwindigkeit von 150 rpm. In den verwendeten 
Stämmen ist das Gen pyrE2, welches für das für die Pyrimidin-Synthese essentielle Enzym Orotat-
Phosphoribosyl-Transferase kodiert, deletiert, weshalb dem Medium 50 µg/ml Uracil zugegeben 
wurde. Für die Anzucht des Stammes H1209 wurde das Medium zusätzlich mit 40 µg/ml 
Thymidin versetzt, da in diesem Stamm das Gen der Dihydrofolatreductase (hdrB), ein Enzym 
der Thymidin-Synthese, deletiert ist. Die Stämme H. volcanii H26 und H555 wurden in der 
vorliegenden Arbeit für die Herstellung von Deletionsmutanten (4.2.7) und für 
Wachstumsexperimente verwendet. Der Stamm H. volcanii H1209 diente der homologen 
Überexpression halophiler Proteine (4.3). 
Wachstumsversuche mit H. volcanii. Das Wachstum von H. volcanii H26, H555 sowie von 
Deletionsmutanten erfolgte in Synthetikmedium mit 20 mM L-Rhamnose, 20 mM D-Glucose oder 
1 % Casaminosäuren als Kohlenstoff- und Energiequelle. Für Komplementations-Experimente 
wurden die Deletionsmutanten mit auf pTA963 basierenden Plasmiden transformiert (Tabelle 5). 
Auf diesem Plasmid ist pyrE2 kodiert, weshalb in Medium ohne Uracil auf plasmidtragende 
Zellen selektioniert wurde. Die Plasmide enthielten außerdem die jeweils zu komplementierenden 
rhc-Gene unter der Kontrolle eines durch Tryptophan induzierbaren Promotors, weshalb dem 
Medium 80 µM L-Tryptophan zugesetzt wurde. Die ΔlutBΔlutC Mutante wurde mit pTA963 
komplementiert, auf dem das lut-Operon unter der Kontrolle des nativen Promotors stand. Die 
Ansätze der Wachstumsversuche wurden mit exponentiell wachsenden Vorkulturen auf eine 
OD600 von ca. 0,05 inokuliert. Für Enzymmessungen in Rohextrakten wurden Extrakte aus spät 
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exponentiell gewachsenen Zellen hergestellt. Dazu wurden 5-10 ml der Kulturen für 20 min bei 
6000 rpm zentrifugiert (Avanti J-25, Beckmann), die Pellets in 100 mM Tris-HCl, pH 8,5 mit 1,5 
M KCl resuspendiert und die Zellen mittels Ultraschall aufgeschlossen (Sonifer 250, Bransons). 
Nach erneuter Zentrifugation für 20 min bei 20000 rpm wurden die zellfreien Extrakte für 
Aktivitätsmessungen eingesetzt (4.6.2). 
Tabelle 1 Verwendete H. volcanii Stämme dieser Arbeit. Dargestellt sind die Stämme und die jeweiligen 
Genotypen. Abkürzungen: pyrE2, Orotat-Phosphoribosyl-Transferase; p.tnaA, Promotor der Tryptophanase; 
hdrB, Dihydrofolatreductase; pitANph, Chlorite dismutase family protein aus Natronomonas pharaonis; mrr, 
Endonuklease aus der MRR Familie; bgaH, ß-Galaktosidase aus Haloferax lucentense. Eckige Klammern stehen 
für Eigenschaften, die auf einem episomal eingefügten Plasmid kodiert werden. 1(Allers et al. 2004); 2(Allers et 
al. unveröffentlicht); 3(Allers et al. 2010). 
Stamm Genotyp 
H261 ΔpyrE2 
H26 ΔrhcA ΔpyrE2 ΔrhcA 
H26 ΔrhcB ΔpyrE2 ΔrhcB 
H26 ΔrhcB pTA963-rhcB ΔpyrE2 ΔrhcB[p.tnaA::6×His tag::rhcB pyrE2 hdrB] 
H26 ΔrhcC ΔpyrE2 ΔrhcC 
H26 ΔrhcC pTA963-rhcC ΔpyrE2 ΔrhcC[p.tnaA::6×His tag::rhcC pyrE2 hdrB] 
H26 ΔrhcD ΔpyrE2 ΔrhcD 
H26 ΔrhcD pTA963-rhcD ΔpyrE2 ΔrhcD[p.tnaA::6×His tag::rhcD pyrE2 hdrB] 
H26 ΔrhcE ΔpyrE2 ΔrhcE 
H26 ΔrhcE pTA963-rhcE ΔpyrE2 ΔrhcE[p.tnaA::6×His tag::rhcE pyrE2 hdrB] 
H26 ΔrhcF ΔpyrE2 ΔrhcF 
H26 ΔrhcF pTA963-rhcF ΔpyrE2 ΔrhcF[p.tnaA::6×His tag::rhcF pyrE2 hdrB] 
H26 ΔrhcG ΔpyrE2 ΔrhcG 
H26 ΔrhcG pTA963-rhcG ΔpyrE2 ΔrhcG[p.tnaA::rhcG pyrE2 hdrB] 
H26 ΔHVO_B0113 ΔpyrE2 ΔHVO_B0113 
H26 ΔlutBΔlutC ΔpyrE2 ΔlutBΔlutC 
H26 ΔlutBΔlutC pTA963p.lutC::lutClutB ΔpyrE2 ΔlutBΔlutC [p.lutC::lutClutB pyrE2 hdrB] 
H5552 ΔpyrE2 ΔbgaH 
H555 ΔrhcR ΔpyrE2 ΔbgaH ΔrhcR 
H555 ΔrhcR pTA963-rhcR ΔpyrE2 ΔbgaH ΔrhcR[p.tnaA::rhcR pyrE2 hdrB] 
H12093 ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr 
H1209 pTA963-rhcB ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcB pyrE2  hdrB] 
H1209 pTA963-rhcC ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcC pyrE2  hdrB] 
H1209 pTA963-rhcD ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcD pyrE2  hdrB] 
H1209 pTA963-rhcE ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcE pyrE2  hdrB] 
H1209 pTA963-rhcF ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcF pyrE2  hdrB] 
H1209 pTA963-rhcR ΔpyrE2 ΔhdrB pitANph Δmrr[p.tnaA::6×His tag::rhcR pyrE2  hdrB] 
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Tabelle 2 Synthetik- und DM-YPC-Medium für H. volcanii. 
Zusammensetzung Synthetikmedium1  Salzlösung 
Salzlösung2 900 ml   NaCl 125 g 
Spurenelementlösung3  1 ml   MgCl2 x 6 H2O 45 g 
FeSO4-Lösung3 1 ml   MgSO4 x 7 H2O 10 g 
2 M MOPS/KOH, pH 7,23 50 ml   KCl 10 g 
1 M K2HPO42 1 ml   CaCl2 1,34 g  
1M NH4Cl2 10 ml   1 M Tris-HCl, pH 7,2 50 ml  
10 % Hefeextrakt2 1 ml   Ad H2Odest 900 ml, pH 7,2 eingestellt, autoklaviert 
Zusammensetzung Agarplatten  FeSO4-Stammlösung 
Salzlösung 200 ml  FeSO4 x 7 H2O 0,23 g 
Agar-Agar 3 g  Ad H2Odest 100 ml, pH 3-4 eingestellt, sterilfiltriert 
Autoklavieren, vor dem Gießen hinzugeben:   Spurenelementlösung 
Spurenelementlösung3  200 µl   ZnSO4 x 7 H2O 0,1 g  
FeSO4-Lösung3 200 µl   MnCl2 x 4 H2O 0,03 g  
Zusammensetzung DM-YPC-Medium  H3BO3 0,3 g  
Salzlösung 900 ml   CoCl2 x 6 H2O 0,2 g  
10 % Hefeextrakt2 50 ml   CuCl2 x 2 H2O 0,01 g  
10 % Bactopepton2 10 ml  NiCl2 x 6 H2O 0,02 g  
10 % Casaminosäuren3 10 ml  Na2MoO4 x H2O 0,03 
Spurenelementlösung3  1 ml   pH mit HCl auf 3,5 eingestellt, ad H2Odest 100 ml, 
sterilfiltriert 
FeSO4-Lösung 1 ml   
1
 Als Kohlenstoffquelle wurden entweder L-Rhamnose (20 mM), D-Glucose (20 mM) oder Casaminosäuren (1 %) steril               
zugegeben; 2 autoklaviert; 3 sterilfiltriert. 
4.1.2 Wachstum von Sulfolobus solfataricus 
S. solfataricus wurde in Basal-Medium nach Brock bei 72 °C und 150 rpm gezüchtet (Brock et 
al., 1972). Das Medium enthielt 0,75 g/l Hefeextrakt sowie 10 mM D-Glucose oder 10 mM 
L-Rhamnose als Kohlenstoff- und Energiequelle. Wachstumsversuche wurden auf eine OD600 von 
0,05 inokuliert. Zellextrakte für Enzymmessungen wurden aus spät exponentiell gewachsenen 
Zellen hergestellt. Die Zellen wurden dazu durch Zentrifugation für 20 min bei 6000 rpm pelletiert 
(Avanti J-25, Beckmann) und mittels Ultraschall in 100 mM HEPES-KOH pH 7,5 aufgeschlossen 
(Sonifer 250, Bransons). Nach erneuter Zentrifugation für 10 min bei 20000 rpm standen die 
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Tabelle 3 Basal-Medium für S. solfataricus. 
Zusammensetzung Basal-Medium  Spurenelementlösung 
(NH4)2SO4 1,3 g  MnCl2 x 4 H2O 180 mg 
KH2PO4 0,28 g  Na2B4O7 x 10 H2O 450 mg 
MgSO4 x 7 H2O 0,25 g  ZnSO4 x 7 H2O 22 mg 
CaCl2 x 2 H2O 0,07 g  CuCl2 x 2 H2O 5 mg 
FeCl3 x 6 H2O 0,02 g  Na2MoO4 x 2 H2O  3 mg 
Spurenelementlösung 10 ml  VOSO4 x 2 H2O 3 mg 
Ad 1000 ml mit H2Odest, pH auf 2,0 eingestellt und 
autoklaviert  
CoSO4  1 mg 
Ad 1000 ml mit H2Odest, pH auf 2,0 eingestellt 
 
4.1.3 Wachstum von Escherichia coli 
In dem Stamm E. coli XL1 Blue MRF`‘ (Agilent Technologies) wurden Vektoren mit bzw. ohne 
Insert vermehrt (Tabelle 5). Der Stamm E. coli Rosetta (DE3)pLysS (Novagen) diente in dieser 
Arbeit der Überexpression von Proteinen, die in Vektoren der pET-Serie kloniert vorlagen 
(Tabelle 5). Die Kultivierung beider Stämme erfolgte in LB-Medium (Luria-Bertani-Medium: 10 
g/l Trypton, 5 g/l Hefeextrakt, 10 g/l NaCl, pH 7,0) bei 37 °C und einer Schüttelgeschwindigkeit 
von 130 rpm für 8-14 h. Zur Selektion auf plasmidtragende Zellen wurde das LB-Medium mit 
Antibiotika versetzt, entsprechend der Antibiotikaresistenz der transformierten Plasmide. 
Transformanten der Vektoren pET19b, pTA963 und pTA131 wurden in Medium mit 100 µg/ml 
Carbenicillin und Transformanten mit pET28a in Medium mit 30 µg/ml Kanamycin kultiviert. 
Zur Selektion von E. coli Rosetta (DE3)pLysS wurde das Medium zusätzlich mit 34 µg/ml 
Chloramphenicol versetzt, da der Expressionsstamm eine plasmidkodierte 
Chloramphenicolresistenz trägt.  
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4.2 Molekularbiologische Methoden 
4.2.1 Isolation, Reinigung, Konzentrations- und Größenbestimmung von DNA und RNA 
Isolierung von genomischer DNA. Genomische DNA aus H. volcanii und S. solfataricus wurde 
mit Hilfe des Wizard Genomic DNA Purification Kits (Promega) nach Herstellerangaben isoliert. 
Die DNA aus M. acetivorans wurde mir freundlicher Weise von der AG Schmitz-Streit und die 
DNA aus V. moutnovskia und T. kodakarensis von der AG Schönheit zur Verfügung gestellt. Die 
DNA aus M. maripaludis wurde von der DSMZ (Braunschweig) bezogen.  
Isolation und Reinigung von Gesamt-RNA. Die Isolation von RNA erfolgte aus exponentiell 
wachsenden Kulturen von H. volcanii bzw. S. solfataricus. Für jede Isolation wurden 5 x 109 
Zellen eingesetzt (OD600/Zellzahl-Relation von OD600 = 1 entspricht 1 x 109 Zellen/ml). Die 
Zellen wurden für 5 min bei 13.000 rpm zentrifugiert, das Pellet in 1 ml TRI-Reagenz 
(Sigma-Aldrich) resuspendiert und die RNA anschließend nach Herstellerangaben isoliert.  
Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren. Die Konzentrationsanalyse von DNA und 
RNA erfolgte photometrisch am NanoDrop ND-1000 Spectrophotometer bei 260 nm 
computerunterstützt mit der Software NanoDrop1000 (PEQLAB Biotechnologie GmbH).  
Reinigung von amplifizierten DNA-Fragmenten. Die Reinigung von PCR-Amplifikaten 
erfolgte entweder durch die Anwendung des PCR Purification Kits oder nach präparativer 
Agarosegelelektrophorese mit dem Gel Extraction Kit (jeweils Qiagen). Die Durchführung 
erfolgte nach Herstellerangaben.  
Agarosegelelektrophorese. Mit Hilfe der Agarosegelelektrophorese wurden PCR-Produkte, 
Plasmide sowie genomische DNA nach ihrer Größe aufgetrennt. Sie ermöglichte sowohl die 
Größenbestimmung von PCR-Produkten in analytischen Gelen (40 ml), als auch die Reinigung 
restriktionshydrolysierter DNA-Fragmente und Plasmide in präparativen Gelen (80 ml). Der 
DNA-interkalierende Farbstoff Ethidiumbromid diente der anschließenden Visualisierung der 
getrennten DNA-Fragmente auf einem UV-Schirm (312 nm). Zur Herstellung der Gele wurde 
Agarose 0,8-2 %ig in 40 oder 80 ml TAE-Puffer (40 mM Tris-HCl pH 8,3, 20 mM Acetat, 1 mM 
EDTA) durch Erhitzen gelöst, mit 2 bzw. 4 µl einer 1 %igen Ethidiumbromid-Lösung versetzt 
und die Agaroselösung in eine Gießvorrichtung (9,5 cm x 10 cm; Biometra) gegossen. Die 
DNA-Proben wurden mit einem 6 x Auftragspuffer (Thermo Scientific) versetzt und neben einem 
DNA-Größenstandard (Gene Ruler 1 kb DNA Ladder, Gene Ruler 100 bp Plus DNA Ladder oder 
GenRuler 50 bp DNA Ladder, Fermentas) auf das Gel aufgetragen. Anschließend erfolgte die 
Elektrophorese in einer mit TAE-Puffer gefüllten Kammer bei 100-120 V für 20-80 min. 




Die Polymerase Kettenreaktion (PCR) diente der Amplifikation von DNA-Fragmenten aus 
genomischer DNA oder von Plasmiden. Sie wurde in Ansätzen von 12,5-50 µl in einem 
Thermocycler (T3000 Thermocycler, Biometra) mit Enzymen und Lösungen der Firmen PeqLab 
oder Thermo Scientific durchgeführt. Die verwendeten Oligonukleotid-Primer wurden von 
Eurofines Genomics bezogen (Tabelle 4). Die PCR-Programme wurden nach Herstellerangaben 
der jeweiligen Polymerase erstellt, wobei die Schmelztemperatur der verwendeten 
Oligonukleotid-Primer und die Länge der zu amplifizierenden Sequenzabschnitte berücksichtigt 
wurde.  
Amplifikation von Genen. Die Amplifikation von offenen Leserahmen aus genomischer DNA 
erfolgte mit Hilfe der Pwo-Polymerase (PeqLab) oder der Phusion-Polymerase (Thermo 
Scientific) nach Herstellerangaben. Es wurden 5-100 ng genomische DNA als Template 
eingesetzt. Durch die verwendeten mismatch-Primer wurden in die Amplifikate 
Restriktionsschnittstellen eingefügt, die eine anschließende Klonierung in die Vektoren pTA963 
bzw. pET19b oder pET28a ermöglichten (Tabelle 4; 4.2.3).  
Amplifikation von Fragmenten zur Herstellung von Deletionskonstrukten. Für jedes 
Deletionskonstrukt wurde zunächst in zwei voneinander getrennten Fragment-PCRs ein je ca. 500 
bp langes DNA-Fragment amplifiziert, welches dem 5‘- bzw. dem 3‘-flankierenden Bereich des 
zu deletierenden Gens entsprach (Fragment 1 und 2). Um diese beiden Fragmente in einer 
anschließenden PCR miteinander zu fusionieren, wurden an den 3‘-Primer des Fragments 1 
8-12 Basen angefügt, die komplementär zu den ersten Basen des 5‘-Bereiches von Fragment 2 
sind (Tabelle 4). An den 5‘-Primer des Fragments 2 wurden 9-12 Basen angefügt, die zu der 3‘-
Sequenz von Fragment 1 komplementär sind. Die Fragment-PCRs erfolgten mit der Pwo-
Polymerase nach Herstellerangaben. Die amplifizierten Sequenzabschnitte wurden nach 
Reinigung mittels Agarosegelelektrophorese (4.2.1.) im äquimolaren Verhältnis als DNA-
Template für die anschließende Fusions-PCR eingesetzt. Diese wurde mit der Pwo-Polymerase in 
Ansätzen wie vom Hersteller empfohlen durchgeführt und enthielt jeweils 80-150 ng Fragment 1 
und Fragment 2 als DNA-Template sowie je 400 nM 5‘-Primer von Fragment 1 und 3‘-Primer 
von Fragment 2. Fragment 1 und Fragment 2 wiesen komplementäre Bereiche am 3‘- bzw. am 5‘-
Ende auf, wodurch beide Fragmente in der PCR in diesem Bereich hybridisierten. Die eingesetzten 
Primer hybridisierten am 5‘-Ende von Fragment 1 bzw. am 3‘-Ende von Fragment 2. Dadurch 
entstanden Amplifikate, in denen Fragment 1 und Fragment 2 fusioniert vorlagen. Die Amplifikate 
wurden anschließend mittels Agarosegelelektrophorese (4.2.1.) gereinigt und standen zur Ligation 
in den Vektor pTA131 zur Verfügung (4.2.3).  
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Pop-out PCR. Im Zuge der Generierung von Deletionsmutanten wurde die pop-out PCR 
verwendet um pop-out Klone auf ein erfolgreiches Herausloopen des Vektors pTA131 (pop out) 
zu überprüfen (4.2.7). Dazu wurden 100 µl einer pop-out Kultur für 1 min bei 13200 rpm 
pelletiert, das Zellpellet in 100 µl H2O lysiert und 1 µl Lysat als Template für eine PCR mit der 
Taq-Polymerase (PeqLab) nach Herstellerangaben eingesetzt.  
Kolonie-PCR zur Auswertung von E. coli Transformanten. Die Kolonie-PCR wurde 
verwendet, um transformierte E. coli Stämme darauf zu untersuchen, ob nach Ligation das jeweils 
aufgenommene Plasmid ein Insert von erwarteter Länge enthielt. Dazu wurde jeweils der 
Vektorabschnitt der multiple cloning site mit flankierend bindenden Primern amplifiziert (Tabelle 
4). Die PCR erfolgte mit der Taq-Polymerase (PeqLab) in Ansätzen wie vom Hersteller 
beschrieben. Mit einer sterilen Pipettenspitze aufgenommene Einzelkolonien wurden als Template 
in die PCR-Ansätze überführt. Die anschließende Visualisierung und Größenbestimmung der 
PCR-Produkte erfolgte mittels analytischer Agarosegelelektrophorese (4.2.1.). 
Herstellung von DIG-dUTP markierten DNA-Sonden. Die Herstellung von Digoxigenin 
(DIG)-markierten Sonden für Southern-Blot und Northern-Blot Analysen erfolgte mit dem PCR 
DIG Probe Synthesis Kit (Roche) in 25 µl Ansätzen nach Herstellerangaben. Als Template 
wurden 5 ng genomische DNA oder 10 pg Plasmid-DNA eingesetzt. Anschließend wurden die 
PCR-Produkte mittels Agarosegelelektrophorese gereinigt, in 50 µl RNase freiem Wasser 
aufgenommen, für 7 min bei 99°C denaturiert und mit 10 ml DIG Easy Hyb (Roche) versetzt. 
Diese Sonden wurden entweder direkt für Transkriptnachweise eingesetzt oder bei -20°C gelagert 











Material und Methoden 
36 
 
Tabelle 4 Oligonukleotide die in dieser Arbeit verwendet wurden. Erkennungssequenzen für 
Restriktionsenzyme sind unterstrichen und mutierte Basen fettgedruckt. Sonden für Southern-Blot Analysen 
wurden mit den Primern HVO_...frgt1s und HVO_…frgt1as generiert. Kompl. = Komplementation, NB-Sonde 
= Northern-Blot-Sonde, ÜE = Überexpression, OSM= Ortsspezifische Mutagenese. 
Bezeichnung Sequenz (5‘→3‘) Verwendung 
T7 TAATACGACTCACTATAG GG Kolonie-PCR pET-Vektoren 
T7 term CTA GTTATTGCTCAGCGG T “ 
M13 uni(-21) TGTAAAACGACGGCCAGT Kolonie-PCR pTA-Vektoren 
T3 AATTAACCCTCACTAAAGGG “ 
pTA963p.tnaAs TGGCGAGAACGGAACAGC Kolonie-PCR pTA963 
RibLs ACAGCACAATATGGGCGACCTGC RT-PCR 
RibLas GTCCTCGACGTCGCAGTAGATGG “ 
HVO_B0104frg1s CAGAACGCGGTCTCCTCGACG ∆HVO_B0104 
HVO_B0104frg1as CTCCTTCGAGCGACGGCCTCCGATTCGGCGG “ 
HVO_B0104frg2s GAGGCCGTCGCTCGAAGGAGACAGTTGTCCG “ 
HVO_B0104frg2as CGGACAATCATCCGGCATGGCC “ 
HVO_B0104Nth_s CGCGTTCCACCTGGAGATTAAAG RT-PCR/ NB-Sonde 
HVO_B0104Nth_as TCATCCGGTAGACTTCGTCCATC “ 
HVO_B0105frg1s CTCCGGGGTAAATTCGATTTTGGG  ∆HVO_B0105 
HVO_B0105frg1as CGGTCAGCCACGCGTGGGTGTGGGTATCTATC “ 
HVO_B0105frg2s ACCCACGCGTGGCTGACCGAGAAGTCGTTC “ 
HVO_B0105frg2as CACGTCCGGGAGGTTGTTGTTC “ 
HVO_B0105Nth_s GGACAGCTTCGACGTACACA RT-PCR/ NB-Sonde 
HVO_B0105Nth_as CGAGTCGGACATGTGGACAA “ 
HVO_B0105ÜEs CGTCGATTGTCATGATAGATACCC ÜE, Kompl. 
HVO_B0105ÜEas GACGACCGGATCCGCTCAG “ 
HVO_B0106frg1s CTCCGGGGTAAATTCGATTTTGGG  ∆HVO_B0106 
HVO_B0106frg1as TCGATGACTTCC CCTACTGAGCCGGTTCTGTG “ 
HVO_B0106frg2s CTCAGTAGGGGAAGTCATCGACGAGGAGC “ 
HVO_B0106frg2as ATGAACTGCCAGATGGACGC  “ 
HVO_B0106Nth_s GGCTACTTCATCGGCTTCGT NB-Sonde 
HVO_B0106Nth_as GAACAGGTCGTCGTTCTCGT “ 
HVO_B0106ÜEs GTAATAGCACCATATGACTGATAG Kompl. 
HVO_B0106ÜEas CGAGTCGGATCCTCAGGCC “ 
HVO_B0109Nth_s ACTCGACGGCGTGAGCTTCGAAC RT-PCR/ NB-Sonde 
HVO_B0109Nth_as GTCTCGGCCTCGAACAGGTAGAC “ 
HVO_B0110frg1s TTCCGGCCGCAGGACTTCTAC ∆HVO_B0110 
HVO_B0110frg1as GAACTGGAAGACGCGGCCCGGTCTGAATGATG “ 
HVO_B0110frg2s CGGGCCGCGTCTTCCAGTTCGACGGCTGAAC “ 
HVO_B0110frg2as TTCCCGGCGATGTCCCACAG “ 
HVO_B0110Nth_s TGCTCATCAAGGTCCACACC NB-Sonde 
HVO_B0110Nth_as CCGCCTTCTTCTTCGAGGTT “ 
HVO_B0110ÜEs ATTCGCAATCATGAAAGCCATC ÜE, Kompl. 
HVO_B0110ÜEas CACATCGGATCCGCACGGGTA “ 
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Bezeichnung Sequenz (5‘→3‘) Verwendung 
HVO_B0111frg1s CTCGGCATCGACACGGTGAAC ∆HVO_B0111 
HVO_B0111frg1as GCGTTTCTCCTGGATGAACTCGCCCCACGACTC ∆HVO_B0111 
HVO_B0111frg2s GAGTTCATCCAGGAGAAACGCGAGTCGACCTAC “ 
HVO_B0111frg2as CGGCCCACATGCGCTTCATGAG “ 
HVO_B0111Nth_s GCGACGAAAATCAGCAACGA NB-Sonde 
HVO_B0111Nth_as GAGTTTCATCGCGTCGAAGC “ 
HVO_B0111ÜEs CCAAACAAACCATGGAGATTACAGAC ÜE, Kompl. 
HVO_B0111ÜEas CTGATGTCCGGGATCCTTACTCGATGG “ 
HVO_B0113frg1s GCGGCGAACACGAGTTCACC ∆HVO_B0113 
HVO_B0113frg1as TTCGTCCGCGAAAGCCGAGTTCCTCCGCCTTC “ 
HVO_B0113frg2s AACTCGGCTTTCGCGGACGAAGTCATCCC “ 
HVO_B0113frg2as TCACCTGCGCGAGTTCGTTTATC “ 
HVO_B0114frg1s TGACGCCCATCCAGTTCGAAG ∆HVO_B0114 
HVO_B0114frg1as ATGACGTTCGCGTCGACGAGTTCGAGCGAGAT “ 
HVO_B0114frg2s CTCGTCGACGCGAACGTCATCGAGGTGAAC “ 
HVO_B0114frg2as GAGTTCGACCTCGTAGTCTACC “ 
HVO_B0114ÜEs ATAACCAACCATGGCGAAGGACG ÜE, Kompl. 
HVO_B0114ÜEas CTCTACGCAGGATCCCGACGAC “ 
HVO_B0114RTs GGCGACACCTACTACGTCAG RT-PCR 
HVO_B0114RTas TCCGTGGCGGTCCAAGATGC  
HVO_B0115frg1s CACGGTATCGGCGTCTTTCTG ∆HVO_B0115 
HVO_B0115frg1as GCGCTCGGAGCGAGTTGCATCGTTACACTCTG “ 
HVO_B0115frg2s TGCAACTCGCTCCGAGCGCGACGAGTAAC “ 
HVO_B0115frg2as CGACGAGATGTTGACGATGCTG “ 
HVO_B0115Nth_s GAGGACGTAAAGCTCCTCGC RT-PCR/ NB-Sonde 




HVO_B0115ÜEas GTGCGTGCTCGAATTCGGTAG “ 
HVO_B0116frg1s ACGGCCAAGAACGTCGACGCC ∆HVO_B0116 
HVO_B0116frg1as CGTACAGTATGACTGACGTACTG “ 
HVO_B0116frg2s TCGCGACGAACAAGTCGGTAGTACCGGGATATCC “ 
HVO_B0116frg2as CTACCGACTTGTTCGTCGCGACGACTTCGAAAG “ 
HVO_B0116Nth_s GGTGTACGAGGTCGACGTG NB-Sonde 
HVO_B0116Nth_as GATTCGGTCGAGGATGTGCA “ 
HVO_B0116ÜEs GTACTACCGATCATGAGCACGCAC ÜE, Kompl. 
HVO_B0116ÜEas GGCGGATCCCGAAGTCGTCGCG “ 
HVO_1692/93fgt1s TTTAGCTCGCCGTTCGAGGG ∆HVO_1692ΔHVO_1693 
HVO_1692/93fgt1as GACCAGTTGAATCAACCGTGCCGGTTGACATAC “ 
HVO_1692/93fgt2s GGCACGGTTGATTCAACTGGTCGCACCGCG “ 
HVO_1692/93fgt2as GCGGAAACGGGAGTTAGAACG “ 
HVO_1692/93ÜEs GTCGCGGGCCCGGACGAGG Kompl. 
HVO_1692/93ÜEas GTCCGGATCCGGGGTCGAG “ 
HVO_1692Nth_s CCATCAAGGAAGACGCCATCG NB-Sonde 
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Bezeichnung Sequenz (5‘→3‘) Verwendung 
HVO_1692Nth_as CCCGTTGTCGATGAGAACGAG “ 
Vdis_1457ÜEs CATTTTTAATTTTGCTAGCATGAAGGCGCTG ÜE 
Vdis_1457ÜEas CAGCCTCAGGATCCATATTACTCAC “ 
Vdis_1458ÜEs GAATAATGAGGCTGCTAGCATGAAGATCA ÜE 
Vdis_1458ÜEas GAAACACCTAATAGGATCCATGGATTATTTTA “ 
Vdis_1460ÜEs CATTAAGTCATATGAAGGTGAAAGC ÜE 
Vdis_1460ÜEas CCCATGTGGATCCCCTACGG “ 
SSO1300ÜEs CCTTTTATTCAGCCATATGGAAAATGTAAA ÜE 
SSO1300ÜEas GCCTCCTGGATCCCCATCAAG “ 
SSO1300Nths CCGGGCAAACAACAAATGGTG NB-Sonde 
SSO1300Nthas TCCACACCGCAGTATCAAAGG “ 
SSO1303Nths CGCCATTTCAATCAGCGTTC NB-Sonde 
SSO1303Nthas GCCACAGCAGAACCTCATC “ 
Pisl_1106s GAGGATAAGGCTAGCGTGAGTTTAAC ÜE 
Pisl_1106as GAGAGGAGCTCGAGGGATATGCAAG “ 
Vmut_1565s AGTAATATCATATGGTTGTGGG ÜE 
Vmut_1565as ATCACGCGTAGGATCCATTGCC “ 
TK_0511s TAGGTGGTCATATGCGGCTCCCAG ÜE 
TK_0511as CTCCTCGAATGGATCCCGAGACTG “ 
J422_06229s GTTAAGTTGAGCTAGCATGAGAAAGACA ÜE 
J422_06229as GATATTATTGTTGCGGATCCAAAAGATT “ 
MMP1605s GGAGGGGTCATATGGTTGAAAAATC ÜE 
MMP1605as GGGTGCATTTAAGGATCCTTTTTTCAAG “ 
MA3890s GTTCTAAAAACGCATATGAATATAAACGT ÜE 
MA3890as CGATTTGAATCTCGAGTCAGTCCAGA    “ 
Tuzn_1601Y412As GGCCCAGACCGCCGAGGAGGGG OSM 
Tuzn_1601Y412Aas GGCAACAACAACGGCTCG “ 
Tuzn_1601S365As AGCGGTCTACGCCATGACCGG OSM 
Tuzn_1601S365Aas ATGTCTGCGCCGAGATCG “ 
Tuzn_1601R373As GCTTGCAAAAGCCGTGGCTAAGTTCAGAC OSM 
Tuzn_1601R373Aas GTGCCGGTCATGGAGTAG “ 
Cmaq0580R372As AACAGCGGTTGCGCTTTCCAGATATAG OSM 
Cmaq0580R372Aas AAGCCGCTTTTAGTGAAG “ 
Cmaq0580R342As TTTTGATGAGGCAATGAGGTTTGCC OSM 
Cmaq0580R342Aas ACAGATGAATCAGCCCTAAAG “ 
 
4.2.3 Klonierung von DNA-Fragmenten in einen Vektor 
Für die gezielte Deletion von Genen im Genom von H. volcanii wurden die PCR-Produkte der 
Fusions-PCR (4.2.2) in den Vektor pTA131 kloniert. Für die homologe Überexpression halophiler 
Proteine in H. volcanii wurde eine Klonierung der kodierenden Gene in den Vektor pTA963 
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durchgeführt. Eine heterologe Überexpression von archaeellen Enzymen in E. coli wurde durch 
eine Klonierung der jeweiligen Gene in die Vektoren pET19b oder pET28a ermöglicht. Die 
kodierenden Gene wurden dabei aus genomischer DNA amplifiziert (4.2.2) oder im Fall der PKs 
aus Caldivirga maquilingensis und Candidatus Caldiarchaeum subterraneum als synthetisierte 
DNA-Fragmente von der Firma Eurofines MWG Operon bezogen. Die synthetisierten Gene lagen 
dabei in den Vektoren pUC57 oder pEX-A2 vor und wiesen am 5‘- und 3‘- Ende flankierende 
Restriktionsschnittstellen auf, die eine Klonierung in Überexpressionsvektoren der pET-Serie 
ermöglichten. 
Restriktionshydrolyse von Nukleinsäuren. Die Restriktionshydrolyse der gereinigten 
PCR-Produkte (4.2.2) sowie der Vektoren erfolgte als Einzel- oder Doppelverdau für 15 min bis 
2 h. Es wurden Enzyme und Puffer von NEB (New England Biolabs GmbH) in 50 µl Ansätzen 
nach Herstellerangaben verwendet. Die DNA-Fragmente wurden im weiteren Verlauf mittels 
Agarosegelelektrophorese gereinigt und die DNA-Konzentration am NanoDrop bestimmt (4.2.1).  
Ligation. Die Ligation der restriktionshydrolysierten Amplifikate in die geschnittenen Vektoren 
erfolgte in 10 μl Reaktionsansätzen. Das jeweilige Amplifikat wurde im 3- bis 5-fachen molaren 
Überschuss zum gereinigten Vektor (50-200 ng) eingesetzt. Ein Ansatz für eine sticky-end-
Ligation in den Vektor pTA963, pET19b bzw. pET28a enthielt neben Vektor und PCR-Produkt 
1 x T4-DNA-Ligase-Puffer und 1 U T4-Ligase (Fermentas). Ein Ansatz für eine blunt-end-
Ligation in pTA131 enthielt neben Vektor und PCR-Produkt 1 x CutSmart Puffer, 5 % PEG4000, 
0,5 mM ATP und 5 U T4-DNA-Ligase. Um eine Religation der blunt-end geschnittenen Vektoren 
zu verhindert, wurden die Ansätze zusätzlich mit der Restriktionsendonuklease versetzt, die in der 
vorangegangenen Restriktionshydrolyse des Vektors verwendet wurde (20 U SmaI, EcoRV oder 
PmeI, jeweils NEB). Die Ligationsansätze wurden für 1-10 h bei 22 °C inkubiert und anschließend 
bei 65 °C für 10 min hitzeinaktiviert. Danach wurde E. coli XL1-Blue MRF’ mit diesen 
Ligationsprodukten transformiert (4.2.5). 
4.2.4 Ortsspezifische Mutagenese 
Die ortsspezifische Mutagenese diente in dieser Arbeit dem Austausch einzelner Basen in den 
kodierenden Genen der PKs aus T. uzoniensis und C. maquilingensis und erfolgte mit dem Q5 
Site Directed Mutagenesis Kit (New England Biolabs GmbH). Die verwendeten Primerpaare 
wurden mit Hilfe der Online-Software NEBaseChanger v1.2.5 (htttp://nebasechanger.neb.com/) 
konstruiert und die Mutagenesen mit den kalkulierten Annealing-Temperaturen durchgeführt 
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(Tabelle 4). Es wurden 12,5 µl Ansätze nach Herstellerangaben verwendet. Als Template dienten 
die entsprechenden Überexpressionsvektoren (Tabelle 5).  
4.2.5 Transformation von E. coli 
Die Vermehrung von Plasmiden nach erfolgter Mutagenese oder aus Ligationsansätzen erfolgte 
in dem Stamm E. coli XL-1Blue MRF’. Für die Überexpression von nicht-halophilen Proteinen 
wurde der Stamm E. coli Rosetta (DE3)pLysS mit den entsprechenden Plasmiden (Tabelle 5) 
transformiert.  
Transformation mittels Elektroporation. Für die Transformation mittels Elektroporation 
wurden 1-4 µl Ligationsansatz bzw. 1 µl Plasmid DNA (50- 150 ng) mit 50 µl kompetenter Zellen 
gemischt, in eisgekühlte Elektroporationsküvetten (Biozym) überführt und bei 2,5 kV, 200 Ω und 
25 μF elektroporiert (Pulse Controller und Gene Pulser, Bio-Rad). Nach Zugabe von 700 μl SOC-
Medium (0,5 % Hefeextrakt, 2 % Tryptophan, 10 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 10 mM MgSO4, 
20 mM Glucose und 2,5 mM KCl, pH 7,0) wurden die Transformationsansätze für 1 h bei 37 °C 
und 750 rpm inkubiert. Anschließend wurden Aliquotes auf LB-Agarplatten mit Antibiotika 
(4.1.3) ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert.  
Transformation mittels Hitzeschock. Für die Hitzeschock-Transformation wurden 2-5 µl 
Ligations- oder Mutagenese-Ansatz bzw. 1 µl Plasmid (50- 150 ng) mit 20 bis 40 µl chemisch-
kompetenter Zellen gemischt und die Ansätze für 30 min auf Eis inkubiert. Es folgte ein 
Hitzeschock bei 42 °C für 30 s und eine Inkubation für 5 min auf Eis. Anschließend wurden die 
Zellen in 700 µl SOC-Medium aufgenommen und für eine Stunde bei 37 °C und 750 rpm 
inkubiert. Aliquotes der Ansätze wurden auf LB-Platten mit Antibiotika (4.1.3) ausplattiert und 
bei 37 °C über Nacht inkubiert.  
Isolierung von Plasmiden aus E. coli und Sequenzierung. In E. coli XL-1Blue MRF’ vermehrte 
Plasmide wurden aus 4 ml Flüssigkultur mit dem Qiaprep Spin Miniprep Kit (Qiagen) oder dem 
NucleoSpin Plasmid EasyPure-Kit (Macherey-Nagel) nach Angaben der Hersteller isoliert und 
die Konzentration der Plasmide am NanoDrop (4.2.1) bestimmt. Um auszuschließen, dass die im 
Rahmen dieser Arbeit konstruierten Plasmide Mutationen innerhalb des Inserts oder in den 
flankierenden Vektorbereichen aufweisen, wurden diese von der Firma MWG sequenziert. Die 
Sequenzierergebnisse wurden computerunterstützt mit der Software BioEdit analysiert 
(www.mbio.ncsu.edu/bioedit/bioedit). Durch einen Abgleich der Sequenzierergebnisse mit den 
Sequenzen der NCBI-Datenbank erfolgte eine Prüfung auf Fehlerfreiheit. In Tabelle 5 sind die in 
dieser Arbeit konstruierten Plasmide dargestellt.  
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Tabelle 5 Übersicht über die in dieser Arbeit verwendeten bzw. erstellten Plasmide. Angegeben ist die 
Bezeichnung sowie die Verwendung und die für diese Arbeit relevanten Eigenschaften. Abkürzungen: ÜE, 
Überexpression; Kompl., Komplementation; pyrE2, Orotat-Phosphoribosyö-Transferase; hdrB, 
Dihydrofolatreductase, 1(Allers et al. 2004), 2(Allers et al. 2010), 3(Novagen), 4(AG Schönheit). 
 
Bezeichnung Verwendung und relevante Eigenschaften 
pTA1311 
 
Plasmid für die Deletion eines Zielgens in H. volcanii, Suicide Vektor mit pyrE2 unter 
Kontrolle des konstitutiven p.fdx-Promotors 
  -∆rhcA Deletion von  rhcA  
  -∆rhcB Deletion von  rhcB  
  -∆rhcC Deletion von  rhcC  
  -∆rhcD Deletion von  rhcD  
  -∆rhcE Deletion von  rhcE  
  -∆rhcF Deletion von  rhcF  
  -∆rhcG Deletion von  rhcG  
  -∆rhcR Deletion von  rhcR  
  -∆HVO_B0113 Deletion von HVO_B0113   
  -∆lutB∆lutC Deletion von  lutBlutC  
pTA9632 Episomaler Vektor für die Expression halophiler Proteine in H. volcanii H1209 und die 
Komplementation von  H. volcanii  Deletionsmutanten; 6 x His-tag, pyrE2 und hdrB 
  -rhcB ÜE der RDH aus H. volcanii, Kompl. von H26 ΔrhcB 
  -rhcC ÜE der RNL aus H. volcanii, Kompl. von H26 ΔrhcC 
  -rhcD ÜE der RAD aus H. volcanii, Kompl. von H26 ΔrhcD 
  -rhcE ÜE der KDRDH aus H. volcanii, Kompl. von H26 ΔrhcE 
  -rhcF ÜE der DKDRH aus H. volcanii, Kompl. von H26 ΔrhcF 
  -rhcG Kompl. von H26 ΔrhcG 
  -rhcR ÜE von RhcR aus H. volcanii, Kompl. von H555 ΔrhcR 
  -p.lutC::lutClutB Kompl von H26 ΔlutBΔlutC 
pET19b3 Episomaler Vektor für die Expression rekombinanter Fusionsproteine mit einem 10 x 
His-tag in E. coli Rosetta (DE3)pLysS 
  -SSO1300 ÜE der RDH aus S. solfataricus 
  -Vdis_1460 ÜE der RDH aus V. distributa 
  -Tuzn_16014 ÜE der PK aus T. uzoniensis 
  -Tuzn_1601Y412A ÜE der PK-Y412A aus T. uzoniensis 
  -Tuzn_1601S365A ÜE der PK-S365A aus T. uzoniensis 
  -Tuzn_1601Y412A-S365A ÜE der PK-Y412A-S365A aus T. uzoniensis 
  -Tuzn_1601R373A ÜE der PK-R373A aus T. uzoniensis 
  -Cmaq_0580 ÜE der PK aus C. maquilingensis 
  -Cmaq_0580R372A ÜE der PK-R372A aus C. maquilingensis 
  -Cmaq_0580R342A-R372A ÜE der PK-R342A-R372A aus C. maquilingensis 
  -Vmut_1565 ÜE der PK aus V. moutnovskia 
  -CSUB_C0804 ÜE der PK aus Cand. C. subterraneum 
  -TK0511 ÜE der PK aus T. kodakarensis 
  -MMP1605 ÜE der PK aus M. maripaludis 
  -MA3890 ÜE der PK aus M. acetivorans 
pET28a3 Episomaler Vektor für die Expression rekombinanter Fusionsproteine mit einem 6 x 
His-tag in E. coli Rosetta (DE3)pLysS 
  -Vdis_1457 ÜE der KDRDH aus  V. distributa 
  -Vdis_1458 ÜE der RAD aus V. distributa 
  -Pisl_11064 ÜE der PK aus P. islandicum 
  -Kcr01504 ÜE der PK aus Cand. K. cryptofilum 
  -J422_06229 ÜE der PK aus M. villosus 
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4.2.6 Transformation von H. volcanii 
Zur Transformation von H. volcanii-Stämmen (Tabelle 1) wurden 2-4 ml einer exponentiell 
wachsenden Kultur für 2 min mit 8000 rpm zentrifugiert und die Zellpellets in einem Gemisch 
aus 162 µl Sphäroblastenbildungslösung (SBL; 0,8 M NaCl, 27 mM KCl, 15 % Saccharose, 
50 mM Tris-HCl, pH 8,2) und 18 µl 0,5 M EDTA-Lösung pH 8,2 resuspendiert. Nach einer 
mikroskopischen Prüfung der Sphäroblastenbildung wurden zu jedem Ansatz 20 µl DNA-Lösung 
(1-3 µg Plasmid in 0,8 M NaCl) zugegeben und durch vorsichtiges, zwanzigfaches Invertieren der 
Reaktionsgefäße gemischt. Die Ansätze wurden 5 min bei Raumtemperatur inkubiert und 
anschließend 210 µl 60 %ige PEG-Lösung (in SBL) zugegeben und durch rasches Schwenken mit 
den Ansätzen vermischt. Nach einer Inkubation von 20 min bei Raumtemperatur wurde die 
Bildung von Zellaggregaten mikroskopisch kontrolliert. Im Anschluss wurden die 
Zellsuspensionen mit je 1,8 ml Sphäroblastenverdünnungslösung (SVL; 3,4 M NaCl, 175 mM 
MgSO4, 34 mM KCl, 3 mM CaCl2, 15 % Saccharose, 50 mM Tris-HCl, pH 7,2) versetzt und 
Aliquotes dieser Ansätze (80 bis 300 µl) auf Agarplatten mit Casaminosäuren als 
Kohlenstoffquelle ausplattiert (Tabelle 2). Die Agarplatten wurden bei 42 °C inkubiert und 
gewachsene Klone für die Kultivierung in Flüssigmedium verwendet (4.1.1). 
4.2.7 Konstruktion von Deletionsmutanten von H. volcanii  
Deletionsmutanten. Die Herstellung der Deletionsmutanten von rhc- und lut-Genen erfolgte über 
die sogenannte pop-in/pop-out Strategie mit Hilfe des Suicide-Vektors pTA131 (Allers & 
Mevarech, 2005, Bitan-Banin et al., 2003). Der Vektor verfügt über ein funktionelles pyrE2-Gen, 
welches für eine Orotat-Phosphoribosyl-Transferase kodiert und unter der Kontrolle eines 
konstitutiven Promotors steht. In den Vektor wurden zwei fusionierte DNA-Fragmente eingefügt, 
welche zu dem 3‘- und dem 5‘-Bereich des zu deletierenden Genes komplementär waren (4.2.2.). 
Die Uracil-auxotrophen Stämme H. volcanii H26 und H555 (ΔpyrE2) wurden mit den 
konstruierten Deletionsvektoren transformiert und in Uracil-freiem Medium auf Transformanten 
selektiert. Da pTA131 keinen haloarchaeellen Replikationsursprung aufweist, konnten nur die 
Transformanten in Medium ohne Uracil wachsen, die den Vektor durch homologe Rekombination 
in das Genom integriert hatten (pop-in). Die homologe Rekombination fand dabei an einem der 
beiden Gen-flankierenden Bereiche des Zielgens statt, wodurch Stämme entstanden, die neben 
dem Wildtyp-Gen auch die Deletionsvariante des Gens enthielten. Nach zehnmaligem 
Passagieren in Uracil-freiem Medium, wurden die Zellen auf Agarplatten mit 30 µg/ml Uracil und 
50 µg/ml 5-Fluoro-Orotat (5-FOA) ausplattiert, um auf ein zweites homologes 
Rekombinationsereignis zu selektieren. Zellen, bei denen der Vektor noch in das Genom integriert 
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war, setzten 5-FOA durch die auf dem Vektor kodierte Orotat-Phosphoribosyl Transferase zu dem 
für die Zellen toxischen 5-Fluorouracil um. Demgegenüber konnten Zellen, die den Vektor durch 
ein zweites homologes Rekombinationsereignis wieder verloren hatten (pop-out), wachsen, wobei 
Klone entstanden, die entweder das Wildtyp-Gen oder die Deletion aufwiesen. Pop-out-Klone mit 
erfolgreicher Deletion des Zielgens wurden mittels pop-out PCR (4.2.2) identifiziert und zehnmal 
in Medium mit 30 µg/ml Uracil und 50 µg/ml 5-FOA passagiert. Die erfolgreiche Deletion wurde 
anschließend mittels Southern-Blot Analysen verifiziert.  
Southern-Blot Analysen. Für Southern-Blot Analysen wurde genomische DNA aus der 
Deletionsmutante und dem Wildtyp isoliert (4.2.1) und mit Restriktionsenzymen hydrolysiert. 
Dazu wurden Restriktionshydrolasen der Firma NEB (New England Biolabs GmbH) nach 
Herstellerangaben verwendet. Anschließend wurden 0,3 bis 1 µg der hydrolysierten DNA neben 
einem DIG-markierten Größenstandard (DNA Molecular Weight Marker III, Roche) in einem 
0,8 %igen Agarosegel bei 120 V für 60 bis 90 min elektrophoretisch aufgetrennt (4.2.1). Im 
Anschluss wurden die DNA-Fragmente mit Hilfe eines Vakuum-Blot-Systems (Vacu-Blot, 
Biometra) auf eine Nylonmembran (Roche) transferiert. Dazu wurde zunächst bei einem 
konstanten Unterdruck von -60 mbar das Gel für 25 min mit Depurinationslösung (250 mM HCl), 
für 20 min mit Denaturierungslösung (0,5 M NaOH, 1,5 M NaCl), und für 25 min mit 
Neutralisierungslösung (0,5 M Tris-HCl, 1,5 M NaCl, pH 7,5) überschichtet. Der anschließende 
Transfer erfolgte bei -80 mbar für 40 min mit 20 x SSC (3 M NaCl, 300 mM Na-Citrat, pH 7,0). 
Die Fixierung der transferierten DNA auf der Nylonmembran erfolgte durch Bestrahlung mit 
UV-Licht (312 nm) für 90 s. Die Nylonmembran wurde im Anschluss in ein Hybridisierungsgefäß 
mit 5 ml vorgewärmter DIG Easy Hyb Lösung (Roche) aufgenommen und für 30 min bei 50 °C 
und 6 rpm inkubiert (Hybridisierungsofen OV 2, Biometra), bevor die Lösung entfernt und die 
DIG markierte Sonde (4.2.2) zur Membran gegeben wurde. Die Hybridisierung erfolgte bei 50 °C 
und 6 rpm über Nacht. Nach Entfernen der Hybridisierungslösung wurde die Membran zweimal 
mit 25 ml Low stringency buffer (2 x SSC, 0,1 % SDS) bei Raumtemperatur und 10 rpm und 
zweimal mit High stringency buffer (0,5 x SSC, 0,1 % SDS) bei 68 °C und 10  rpm inkubiert. 
Anschließend erfolgte die Detektion mit dem DIG Luminescent Detection Kit (Roche) nach 
Herstellerangaben. Über einen Vergleich der Fragmentgrößen der detektierten Banden von 
Wildtyp und Deletionsmutante konnte die erfolgreiche Deletion des Zielgens verifiziert werden.  
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4.2.8 Transkriptanalysen mittels Northern-Blot und RT-PCR 
Der Nachweis von Transkripten und die Bestimmung von Transkriptlängen erfolgte mittels 
Northern-Blot Analysen. Für die semiquantitative Bestimmung von Transkriptmengen wurden 
Reverse Transkriptase (RT-PCR)-Experimente durchgeführt. Um einen Verdau der RNA durch 
Ribonukleasen zu vermeiden, wurden Glas- und Metallwaren vor Gebrauch für mindestens 4 h 
bei 240 °C gebacken und Plastikware zweimal autoklaviert. Alle verwendeten Lösungen wurden 
mit 0,1 % Diethylpyrocarbonat (DEPC) versetzt, über Nacht bei 37 °C schüttelnd inkubiert und 
anschließend autoklaviert.  
Northern-Blot. Es wurden 4 bis 14 µg isolierte RNA mit 2 x RNA-Loading Dye (Fermentas) 
versetzt und die RNA durch Erhitzen der Ansätze für 10 min auf 65 °C denaturiert. Anschließend 
wurden die Proben neben dem Molekulargewichtsmarker RiboRuler High Range RNA Ladder 
(Fermentas) in einem 1,2 %igen Formaldehyd-Agarosegel (50ml; 1 x MOPS, 0,6 g Agarose, 
2,5 µl 0,01 % Ethidiumbromidlösung, 900 µl Formaldehyd) bei 100 V für 60 min 
elektrophoretisch aufgetrennt. Die Auftrennung erfolgte in 20 mM MOPS-Puffer pH 7,0 mit 
0,74 % Formaldehyd. Der anschließende Transfer der RNA auf eine Nylonmembran (Roche) 
wurde mit einem Vakuum-Blot System (Vacu-Blot, Biometra) durchgeführt. Um störendes 
Formaldehyd zu entfernen, wurde das Gel zunächst zweimal mit RNase freiem Wasser bei -60 
mbar Unterdruck für 25 min gespült und Membran und Gel anschließend zweimal mit 20 x SSC 
bei -60 mbar für je 30 min equilibriert. Der Transfer der RNA auf die Membran erfolgte bei -60 
mbar Unterdruck für 40 min mit 20 x SSC. Nach dem Blotten wurde die Membran mit 2 x SSC 
gespült und die RNA durch Backen der Nylonmembran bei 120 °C für 30 min fixiert (Ofen WTB 
Binder). Im Anschluss wurde der Blot in ein Inkubationsgefäß überführt und 60 min mit 5 ml 
vorgewärmter DIG Easy Hyb Lösung (Roche) bei 50 °C und 6 rpm inkubiert. Darauf folgte die 
Hybridisierung mit der hitzedenaturierten Sonde (4.2.2) bei 50 °C und 6 rpm über Nacht. Im 
Anschluss wurde der Blot zweimal mit Low stringency buffer (2 x SSC, 0,1 % SDS) für 5 min 
und 6 rpm bei Raumtemperatur und zweimal mit High stringency buffer (0,5 x SSC, 0,1 % SDS) 
für 5 min und 6 rpm bei 50 °C gewaschen. Die anschließende Detektion der spezifisch markierten 
Transkripte erfolgte mit dem Luminescent Detection Kit (Roche) nach Herstellerangaben.  
Nach der Detektion konnte die Sonde von der Membran gewaschen werden (stripping), um die 
Membran für die Hybridisierung mit einer weiteren Sonde einzusetzen. Dazu wurde die Membran 
mit H2O gespült und anschließend zweimal für 60 min in je 10 ml Stripping-Lösung (50 % 
Formamid, 5 % SDS in 50 mM Tris, pH 7,5) bei 80 °C und 6 rpm inkubiert. Nach einem 
Waschschritt von 10 min in 2x SSC konnte die Membran für eine erneute Hybridisierung 
eingesetzt werden.  
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RT-PCR. RT-PCR-Experimente wurden mit DNaseI verdauter RNA (Thermo Scientific; nach 
Herstellerangaben) und dem GoSript Reverse Transcription System (Promega) durchgeführt. 
Dabei wurde die RNA in einem ersten Schritt mit random Hexamer-Primern in cDNA 
umgeschrieben. Ein 10 µl Reaktionsansatz enthielt 80-100 ng DNA-freie Gesamt-RNA, 0,25 µg 
random Hexamer-Primer (Promega), 500 µM dNTPs, 2 mM MgCl2, und 0,5 µl GoScript Reverse 
Transkriptase. In Kontrollansätzen ohne Reverse Transkriptase wurden die Proben auf 
DNA-Kontaminationen geprüft. Die anschließenden PCR-Reaktionen mit Gen-spezifischen 
Primern wurden mit der GoTaq G2 Flexi DNA Polymerase (Promega) durchgeführt. Der einfache 
Ansatz (25 µl) bestand aus 4-6 µg cDNA, 500 µM dNTPs, jeweils 200 nM forward und reverse 
Primer, 1 x GoTaq Green Flexi Reaktionspuffer, 2 mM MgCl2 und 1,25 U GoTaq Flexi 
Polymerase. Das PCR-Programm bestand aus einer initialen Denaturierung bei 95 °C für 2 min, 
22-28 Zyklen bestehend aus 30 s Denaturierung bei 95 °C, 30 s Annealing bei 58-62 °C und 45 s 
bis 1 min Synthese bei 72 °C. Das kodierende Gen des ribosomalen Proteins L10 wurde als 
konstitutiv exprimierte Kontrolle verwendet (Brenneis et al., 2007). Das Ergebnis der PCR wurde 
mittels einer Agarosegelelektrophorese in einem 1 %igen Agarosegel analysiert (4.2.1).  
4.3 Homologe und heterologe Expression von Proteinen 
Für die homologe Überexpression von halophilen Proteinen aus H. volcanii wurde der 
Expressionsstamm H. volcanii H1209 und das Plasmid pTA963 verwendet (Allers et al., 2010). 
Gene, die in Vektoren der pET-Serie kloniert vorlagen, wurden mit dem 
Chloramphenicol-resistenten Expressionsstamm E. coli Rosetta (DE3)pLysS nach Angabe des 
pET System Manuals (Novagen) heterolog überexprimiert.  
Überexpression in H. volcanii. Zur Überexpression rekombinanter, halophiler Proteine wurde 
H. volcanii H1209 mit den entsprechenden pTA963 Vektoren transformiert (Tabelle 5) und in 
Medium ohne Uracil und Thymidin kultiviert (4.1.1). Die Überexpression der halophilen Proteine 
erfolgte in 2 l Erlenmeyerkolben mit je 400 ml DM-YPC-Medium (Tabelle 2) (Allers et al., 2010). 
Dazu wurden die Kulturen auf eine OD600 von ca. 0,1-0,3 angeimpft und schüttelnd bei 42 °C 
inkubiert. Beim Erreichen einer OD600 von etwa 0,6 wurde die Überexpression durch Zugabe von 
2 mM L-Tryptophan induziert. Nach 10 bis 15 h weiteren Wachstums bei 42 °C wurden die Zellen 
bei 8000 rpm für 20 min zentrifugiert (Zentrifuge Avanti J-25, Rotor JLA 10,500, Beckmann) und 
die Pellets bis zur Reinigung bei -20 °C gelagert.  
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Proteinexpression in E. coli. E. coli Rosetta (DE3)pLysS wurde mit pET-Vektoren transformiert 
(Tabelle 5) und Transformanten in LB-Medium mit den entsprechenden Antibiotika kultiviert 
(4.1.3). Die Überexpression erfolgte in 2 l Erlenmeyerkolben mit 400 ml Medium schüttelnd bei 
37 °C, oder im Fall der PKs aus Cand. K. cryptofilum, T. kodakarensis und M. villosus bei 15 °C. 
Dazu wurden die Expressionsansätze auf eine OD600 von ca. 0,1-0,3 angeimpft und nach 
Wachstum bis zu einer OD600 von 0,55 bis 0,98 die Überexpression induziert. Die Überexpression 
bei 37 °C wurde durch Zugabe von 1 mM Isopropyl β-D-thiogalactopyranosid (IPTG) induziert. 
Die Induktion der Überexpression bei 15 °C erfolgte durch Zugabe von 100 µM IPTG. Nach 4-
16 h Expression wurden die Kulturen mit 6000 rpm für 10 min zentrifugiert (Zentrifuge Avanti J-
25 Beckman, Rotor JLA 10.500 Beckmann), die Überstände dekantiert und die Pellets für die 
Proteinreinigung verwendet. 
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4.4 Analytische Methoden 
4.4.1 Bestimmung von Rhamnose in Wachstumsüberständen 
Die Rhamnose-Konzentration in Wachstumsüberständen wurde colorimetrisch mit Hilfe des 
Orcintests bestimmt (Brückner, 1955). Der Testansatz bestand aus 100 µl Probe, 200 µl H2O und 
900 µl Testreagenz (41,5 ml konz. HCl, 2,5 ml Stammreagenz ad 50 ml H2O; Stammreagenz: 1,35 
g Ammonium-(III)-Sulfat, 2 g Orcin ad 50 ml H2O). Der Testansatz wurde gemischt und für 20 
min bei 100 °C im Thermoblock (TB2, Biometra) erhitzt. Nach Abkühlen der Ansätze auf Eis für 
5 min wurde die Extinktion der Proben bei 546 nm bestimmt. Ein molarer Extinktionskoeffizient 
für L-Rhamnose von ε = 4,03 mM-1 cm-1 wurde mit Hilfe einer Eichgeraden ermittelt, wodurch 
die Bestimmung der Rhamnose-Konzentration in den Proben ermöglicht wurde.  
4.4.2 Bestimmung von Proteinkonzentrationen 
 Proteinkonzentrationen wurden mit Hilfe einer modifizierten Methode nach Bradford bestimmt 
(Bradford, 1976). Ein Ansatz bestand aus 100 μl proteinhaltiger Probe (maximal 5 μg im Test) 
und 900 μl Bradford-Reagenz (70 mg Brilliant Blue G 250 , 50 ml 99 %iger Ethanol, 100 ml 
85 %ige Ortho-Phosphorsäure ad 1 l H2O, filtriert). Die Ansätze wurden gemischt und für 10 min 
bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurde die Extinktion der Proben bei 595 nm 
bestimmt, wobei die Messwerte gegen die Extinktion einer Probe ohne Protein korrigiert wurden. 
Das Erstellen einer Eichgeraden mit einem Proteinstandard aus Rinderserum-Albumin Fraktion V 
(Merck, Darmstadt) ermöglichte die Ermittlung des molaren Extinktionskoeffizienten. 
4.4.3 SDS-Polyacrylamid Gelelektrophorese (SDS-PAGE)  
Die SDS-PAGE diente der Kontrolle der Überexpressionen und der Reinheit von Proteinen sowie 
der Größenbestimmung von Proteinuntereinheiten. Die Elektrophorese erfolgte in 12 %igen, 
diskontinuierlichen SDS-Polyacrylamidgelen (7 cm x 8 cm x 0,075 cm) nach der Methode von 
Laemmli (Laemmli, 1970). Abhängig vom Reinheitsgrad der Proben wurden zwischen 1 µg und 
15 µg Protein pro Spur eingesetzt. Probenvolumen zur Überprüfung der Überexpressionen 
wurden dabei mit Hilfe einer OD600-Proteinrelation abgeschätzt (OD600 = 1 ≈ 0,25 mg 
Protein/ml). Bei zu großen Probenvolumina sowie bei Proben mit halophilen Proteinen wurde 
zusätzlich eine Fällung der Proteine mit 10 % Trichloressigsäure (TCA) durchgeführt. Alle 
Ansätze wurden mit 2,5 µl 1 M Tris-HCl pH 9,0, 0,5 µl 400 mM Dithiothreitol (DDT) und 2,5 µl 
Auftragspuffer (250 mM Tris/HCl pH 6,8, 0,5 % SDS, 50 % Glycerin, 0,5 % Bromphenolblau) 
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versetzt, mit Wasser auf ein Volumen von 20 µl aufgefüllt und für fünf Minuten bei 99 °C erhitzt. 
Anschließend wurden die Proben neben einem Precision Plus Protein Unstained Standard (Bio-
Rad) auf das Gel aufgetragen und die Proteine elektrophoretisch in einer Mini Protean 3 
Elektrophorese Zelle (Bio-Rad, München) getrennt. Nach Elektrophorese erfolgte die Färbung des 
Polyacrylamidgels mit dem Färber InstanBlue (Expedon). 
4.4.4 Bestimmung des apparenten Molekulargewichts von Proteinen 
Das apparente Molekulargewicht der gereinigten, rekombinanten Proteine wurde mittels 
Größen-Ausschlusschromatographie mit einer HiLoad 16/60 Superdex 200 Gelfiltrationssäule 
(GE Healthcare) bestimmt. Dazu wurde ein Probenvolumen von 0,5 bis 2 ml mit einer Flussrate 
von 1 ml/min auf die Säule aufgetragen. Proteine aus dem HMW und LMW Gel Filtration 
Calibration Kit (GE Healthcare) dienten als Molekulargewichtsstandards. Die Kalibrierung 
erfolgte nach Herstellerangaben in 50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, pH 7,5. 
4.4.5 Ultrafiltration 
Die Ultrafiltration diente dem Ankonzentrieren von Proteinlösungen während der Reinigung und 
erfolgte mit einer 10 ml Ultrafiltrationszelle (Amico) sowie Filtern mit einer Ausschlussgröße von 
10 kDa bzw. 30 kDa (Sartorius). Die gewählte Ausschlussgröße lag dabei unter den apparenten 
Größen der Untereinheiten der Proteine.  
4.4.6 Colorimetrische Bestimmung von 2-Keto-3-Desoxy-Zuckersäuren 
 Die Konzentration von KDR wurde colorimetrisch mit Hilfe des Thiobarbitursäure-Tests 
ermittelt (Buchanan et al., 1999). Dazu wurden 50 µl Probe mit je 125 µl Periodatlösung (25 mM 
HJO4-) versetzt und für 20 min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden 250 µl 
Arsenit-Lösung (2 % NaAsO2 in 0,5 M HCl) zugegeben, nach 2 min Inkubation die 
Reaktionsgefäße mit 1 ml 30 %iger Thiobarbitursäure aufgefüllt und für 10 min bei 100 °C 
inkubiert. Die Proben wurden auf Eis abgekühlt, für 10 min bei 13200 rpm zentrifugiert und im 
Anschluss die Extinktion der Proben bei 548 nm gemessen. Mit Hilfe eines molaren 
Extinktionskoeffizienten von 9,35 mM-1cm-1 konnte dabei die KDR-Konzentration bestimmt 
werden.  
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4.4.7 Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) 
Die Identifizierung und Quantifizierung von L-Lactat und KDR (4.6.1) erfolgte mittels HPLC an 
einer Merck Hitachi LaChrom Anlage mit einem Brechungsindex-Detektor L-7492 (Merck). Die 
Proben wurden 10 min bei 13200 rpm zentrifugiert, der Überstand mit einem Spartan 13/30 Filter 
(Porengröße 0,2 µm; Schleicher und Schuell) filtriert und anschließend mittels HPLC analysiert. 
Dazu wurden jeweils 20 µl Probe über eine EC 250/4 Nucleodur C18 Pyramid Säule (5 µm 
Partikel, Macherey-Nagel) mit 0,05 % H3PO4 als Laufmittel und einer Flussgeschwindigkeit von 
0,25 ml/min bei 30 °C getrennt. Die Identifizierung von L-Lactat und KDR erfolgte durch einen 
Vergleich mit den Retentionszeiten von Standards. Dazu wurden unterschiedliche 
Konzentrationen an L-Lactat und KDR in Messpuffer gelöst und mittels HPLC aufgetrennt. Die 
Berechnung der Flächen unter den Peaks des L-Lactat-Standards ermöglichte außerdem das 
Erstellen einer Eichgeraden und die Bestimmung der L-Lactat-Konzentration in den Proben.  
4.4.8 Thermal Shift Assays  
Die Analysen der Schmelzkurven des Transkriptionsregulators RhcR erfolgte mittels Thermal 
Shift Assays nach Martin et al. (Martin et al., 2018). Ein Testansatz von 40 µl bestand aus 50 mM 
Tris-HCl, pH 8,0 mit 1,5 M KCl, 1 µM rekombinanten Protein und 5 x SYPRO Orange 
(Sigma-Aldrich). Um den Effekt von potentiellen Liganden von RhcR auf die Schmelztemperatur 
zu testen, wurden einzelne Ansätze mit 1 mM L-Rhamnose, L-Rhamnono-δ-Lacton, 
L-Rhamnonat, KDR, 2-Keto-3-Desoxgluconat, D-Glucose oder D-Fructose versetzt. Die 
Aufnahme der Schmelzkurven erfolgte in einem AB 7300 Real-Time PCR System (Applied 
Biosystems) über einen Temperaturgradienten von 22 bis 95 °C. Die Temperatur wurde dabei um 
1 °C pro Minute erhöht. Die Schmelztemperatur wurde anschließend mit der Software Origin 
2018 unter Verwendung der Boltzmann Gleichung bestimmt. Die Messungen erfolgten in drei 
unabhängigen Experimenten. 
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4.5 Reinigung von rekombinanten Proteinen 
Die in dieser Arbeit untersuchten Proteine wurden mit einem Äkta FPLC-System (GE Healthcare) 
und entsprechenden Chromatographie-Säulen bis zur apparenten Homogenität gereinigt. Alle 
Proteine wurden als rekombinante Fusionsproteine mit einem His-Tag exprimiert, wodurch eine 
erste säulenchromatographische Reinigung mittels Nickel-NTA-Affinitätschromatographie 
ermöglicht wurde. Die zellfreien Extrakte nach Zellaufschluss wurden dazu mit einer 
Flussgeschwindigkeit von 1 ml/min auf eine 1 ml Ni-NTA Superflow Säule (Quiagen) 
aufgetragen und gebundene Proteine in einem Stufengradienten mit 20 mM, 150 mM und 
500 mM Imidazol eluiert. Für die anschließende Größen-Ausschlusschromatographie wurde eine 
geeichte HiLoad 16/60 Superdex 200 Gelfiltrationssäule (GE Healthcare) verwendet, welche auch 
die Bestimmung des nativen Molekulargewichts der Proteine ermöglichte (4.4.4). Die Elution der 
Proteine erfolgte dabei mit einem isokratischen Fluss bei einer Flussgeschwindigkeit von 
1 ml/min. 
Reinigung halophiler Proteine. Die Zellpellets der homologen Überexpression in H. volcanii 
H1209 (4.3) wurden in Puffer A (50 mM Tris-HCl, 1,5 M KCl, 5 mM Imidazol, pH 8,2) 
resuspendiert und mittels Hochdruckhomogenisation in einer French Press Zelle (French Pressure 
Cell Press) bei 16000 psi Innendruck aufgeschlossen. Die Suspensionen wurden bei 4 °C für 1,5 h 
bei 40000 rpm zentrifugiert (Optima L Preparative Ultrazentrifuge, Rotor Typ 70 Ti, Beckman) 
und die Überstände auf eine mit Puffer A equilibrierte Nickel-NTA-Säule aufgetragen. Die 
Elution der Proteine erfolgte mit Puffer B (50 mM Tris-HCl, 1,5 M KCl, 500 mM Imidazol, pH 
8,2), wobei die rekombinanten Proteine spezifisch bei 150 mM Imidazol eluiert wurden. Proben 
dieser Protein-Lösungen wurden anschließend auf eine equilibrierte Gelfiltrationssäule 
aufgetragen und mit 50 mM Tris-HCl, 1,5 M KCl, pH 7,5 eluiert.  
Reinigung der RDH, RAD und KDRDH aus V. distributa und der RDH aus S. solfataricus. 
Die Zellpellets der Überexpressionen in E. coli Rosetta (DE3)pLysS (4.3.) wurden in Puffer C (50 
mM Tris-HCl, 300 mM NaCl, 5 mM Imidazol, pH 8,2) gelöst und mittels 
Hochdruckhomogenisation aufgeschlossen. Nach Zentrifugation bei 20000 rpm für 30 min 
(Avanti J-25; Rotor JA 25,50, Beckman) wurden die Überstände für einen ersten 
Reinigungsschritt mittels Hitzefällung für 30 min bei 75 °C eingesetzt. Nach einem weiteren 
Zentrifugationsschritt wurden die Überstände auf eine mit Puffer C equilibrierte Nickel-NTA-
Säule aufgetragen und die Zielproteine mit 150 mM Imidazol eluiert. Die Proteine aus V. 
distributa standen im Anschluss für biochemische Untersuchungen zur Verfügung. Die RDH aus 
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S. solfatarcicus wurde zusätzlich mittels Größen-Ausschlusschromatographie gereinigt, wobei 
Puffer D (50 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, pH 7,5) als Laufpuffer verwendet wurde. 
Reinigung von PKs. Die Zellpellets von E. coli Rosetta (DE3)pLysS wurden in Puffer C 
resuspendiert, die Zellen mittels Hochdruckhomogenisation aufgeschlossen und die Extrakte für 
30 min bei 20000 rpm zentrifugiert (Avanti J-25; Rotor JA 25,50, Beckmann). Die 
hyperthermophilen PKs wurden anschließend in einem ersten Schritt über eine Hitzefällung 
gereinigt. Die 30 minütige Hitzefällung für die PKs aus P. islandicum, T. uzoniensis, C. 
maquilingensis, V. moutnovskia und M. villosus erfolgte bei 75 °C und für die PK aus T. 
kodakarensis bei 80 °C. Nach Zentrifugation wurden die Proteinlösungen der hyperthmophilen 
PKs, wie auch der mesophilen PKs aus M. maripaludis und M. acetivorans, für eine Nickel-
Affinitätschromatographie mit Puffer C als Laufpuffer verwendet. Die Elution der PKs erfolgte 
dabei mit einer Imidazol-Konzentration von 150 mM. Mit Ausnahme der PK aus T. kodakarensis 
wurden die PKs anschließend für eine Größenausschlusschromatographie mit Puffer D verwendet. 
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4.6 Charakterisierung von gereinigten Enzymen 
Die Enzymaktivitätsmessungen erfolgten entweder in einem kontinuierlichen und optischen 
Testsystem an einem beheizbaren Einstrahlphotometer (Ultrospec 4000, GE Healthcare) oder in 
einem Stopptest, wobei die Enzymreaktion im Thermoblock (TB2, Biometra) von der 
anschließenden Detektion entkoppelt wurde. Jeder Testansatz wurde vor Substrat und 
Enzymzugabe auf die gewünschte Messtemperatur erwärmt, wobei der pH-Wert der verwendeten 
Puffer auf die jeweilige Messtemperatur eingestellt war. Sowohl die Substratreihenfolge als auch 
die Enzymmengen wurden variiert, um die Startbarkeit und Proteinabhängigkeit der Tests zu 
überprüfen. Die Km- und Vmax-Werte wurden mit der Software Origin 2018 (OriginLab 
Corporation) bestimmt. Hyperbole Kinetiken wurden dabei nach Michaelis-Menten und 
sigmoidale Kinetiken nach der Funktion von Boltzmann ausgewertet. Die Enzymaktivität 1 Unit 
(U) wurde als die Bildung von 1 µmol Produkt pro Minute definiert.  
4.6.1 Charakterisierung von Pyruvat Kinasen 
Die Enzymaktivitätsmessungen zur Charakterisierung der PKs erfolgten photometrisch in einem 
optisch gekoppelten Test. PKs katalysieren die ADP-abhängige Umsetzung von PEP zu Pyruvat 
und ATP. Diese Reaktion wurde mittels einer Laktat-Dehydrogenase (L-LDH 107069 from pig 
heart oder L-LDH 10127884001 from rabbit muscle, Roche), die Pyruvat zu L-Lactat reduziert, 
an die Oxidation von NADH gekoppelt und die NADH-Abnahme bei 340 nm gemessen. Mit Hilfe 
des molaren Extinktionskoeffizienten für NADH (ε340 = 6,2 mM-1cm-1) konnte im Anschluss die 
spezifische Aktivität berechnet werden. Dabei wurde gewährleistet, dass die verwendete LDH in 
den Messansätzen nicht limitierend vorlag. 
Die Messungen erfolgten bei 65 °C, oder im Fall der PKs aus M. maripaludis und M. acetivorans 
bei 37 °C, in einem kontinuierlichen Testsystem. Lediglich zur Bestimmung des 
Temperaturoptimums wurde für Messungen über 60 °C ein diskontinuierlicher Test verwendet. 
Ein Standard-Messansatz bestand aus 0,3 mM NADH, 5 U LDH sowie PEP, ADP und MgCl2. In 
einzelnen Ansätzen wurde die ADP- und PEP-Konzentration zur Aufnahme von 
substratabhängigen Sättigungskinetiken variiert. Außerdem wurde der Einfluss der allosterischen 
Effektoren 3PG, AMP, FBP und R5P auf die Enzymaktivität der PKs in Testansätzen mit 
limitierenden PEP und/oder ADP-Konzentrationen untersucht. Dazu wurden die PK-Reaktion 
gestartet und nachdem eine ausreichend lange Rate für die Bestimmung der Enzymaktivität ohne 
Effektor abgelaufen war, die Ansätze mit den einzelnen potentiellen Effektoren versetzt. Die 
Konzentration der Effektoren wurde in einzelnen Küvetten variiert, um die Abhängigkeit der 
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Stimulierung von der Effektor-Konzentration zu untersuchen. Im Folgenden sind die 
Konzentrationen an ADP, PEP und MgCl2 der Testansätze für die einzelnen PKs beschrieben.  
PK aus P. islandicum. Die Aufnahme der kinetischen Parameter erfolgte in Testansätzen 
bestehend aus 50 mM Bis-Tris pH 6,2, 5 mM MgCl2, 2 mM ADP und 1 mM PEP. Der Einfluss 
von Phosphat auf die Enzymaktivität wurde mit 1 mM Na2HPO4 getestet. 
PK aus T. uzoniensis. Die Ansätze zur Untersuchung der kinetischen Parameter setzten sich aus 
100 mM Bis-Tris pH 6,2, 15 mM MgCl2, 10 mM ADP und 10 mM PEP zusammen. Die Ansätze 
zur Untersuchung der allosterischen Regulierbarkeit enthielt 15 mM MgCl2, 10 mM ADP und 
1 mM PEP, wobei die potentiellen allosterischen Effektoren mit einer Konzentration von 2 mM 
getestet wurden.  
PK aus C. maquilingensis. Die Charakterisierung der PK erfolgte in Ansätzen mit 50 mM 
Triethanolamin pH 7,0, 10 mM MgCl2, 5 mM ADP und 6 mM PEP. Um die Abhängigkeit der PK 
von monovalenten Kationen zu prüfen, wurden einzelne Ansätze zusätzlich mit 10-50 mM 
Kalium versetzt. Der Effekt der potentiellen allosterischen Effektoren (je 2 mM) wurde in 
Ansätzen mit 10 mM MgCl2, 6 mM ADP und 0,5 mM PEP analysiert.  
PK aus V. moutnovskia. Die PK wurde in Testansätzen mit 50 mM Triethanolamin pH 7,0, 15 
mM MgCl2, 5 mM ADP und 10 mM PEP auf ihre kinetischen Eigenschaften untersucht. 
Allosterische Effektoren wurden mit einer Konzentration von 2 mM bei 25 mM MgCl2, 3,75 mM 
ADP und 0,25 mM PEP geprüft. 
PK aus Cand. C. subterraneum. Die kinetischen Parameter der PK wurden in Testansätzen 
bestehend aus 50 mM Triethanolamin pH 8,0 mit 10 mM MgCl2, 2,5 mM ADP und 7 mM PEP 
bestimmt. Die allosterische Regulierbarkeit der PK wurde in Ansätzen mit 10 mM MgCl2, 0,4 
mM ADP und 0,4 mM PEP untersucht, wobei die Effektoren in einer Konzentration von 2 mM 
eingesetzt wurden. Außerdem wurde die Thermostabilität der PK über 2 h bei 70, 75 und 80 °C 
untersucht. Die 50 µl Messansätze enthielten 0,8 µg Protein in 50 mM Bis-Tris pH 6,2 und wurden 
im Thermocycler (T3000 Thermocycler, Biometra) entsprechend der zu untersuchenden 
Temperaturen inkubiert. Zu unterschiedlichen Zeitpunkten wurden Proben entnommen, 2 min auf 
Eis inkubiert, anzentrifugiert und die Enzymaktivität im kontinuierlichen Testsystem bei 65 °C 
wie beschrieben bestimmt.  
PK aus P. aerophilum. Die rekombinante PK aus P. aerophilum sowie die entsprechenden PK-
Mutanten wurden mir freundlicherweise von der Arbeitsgruppe Schönheit zur Verfügung gestellt. 
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Die Charakterisierung der PK erfolgte in Ansätzen mit 50 mM Bis-Tris pH 6,0, 5 mM MgCl2, 2 
mM ADP und 3 mM PEP. Der Effekt  
PK aus Cand. K. cryptofilum. Die Ansätze zur Untersuchung der kinetischen Parameter 
bestanden aus 50 mM Bis-Tris pH 6,2, 10 mM MgCl2, 10 mM KCl, 3 mM ADP und 3 mM PEP. 
Die Ansätze zur Untersuchung der allosterischen Regulierbarkeit enthielt 10 mM MgCl2, 3 mM 
ADP und 0,4 mM PEP, wobei die potentiellen allosterischen Effektoren mit einer Konzentration 
von 2 mM getestet wurden.  
PK aus P. furiosus. Die rekombinante und gereinigte PK aus P. furiosus wurde mir freundlicher 
Weise von der AG Schönheit zur Verfügung gestellt. Die Ansätze zur Bestimmung der kinetischen 
Konstanten setzten sich aus 50 mM Bis-Tris pH 6,0, 5 mM ADP, 10 mM PEP und 4 mM MgCl2 
zusammen. Die allosterischen Effektoren (2 mM) wurden mit 0,5 mM ADP, 1 mM PEP und 4 
mM MgCl2 geprüft.  
PK aus T. kodakarensis. Die PK wurde in Testansätzen mit 50 mM Bis-Tris pH 6,0 und 5 mM 
ADP, 2,5 mM PEP sowie 5 mM MgCl2 untersucht. Der Einfluss der potentiellen allosterischen 
Effektoren (je 2 mM) auf die Enzymaktivität wurde in Ansätzen mit 5 mM MgCl2, 2,5 mM ADP 
und 0,2 mM PEP analysiert. 
PK aus M. jannaschii. Das rekombinante Enzym wurde mir von der AG Schönheit zur Verfügung 
gestellt. Die Bestimmung der kinetischen Parameter erfolgte in Testansätzen bestehend aus 
20 mM Bis-Tris pH 6,0, 2 mM ADP, 2 mM PEP und 6 mM MgCl2. Die allosterische 
Regulierbarkeit der PK wurde mit 1 mM der jeweiligen potentiellen Effektoren in Ansätzen mit 
2 mM ADP, 0,25 mM PEP und 6 mM MgCl2 überprüft. Darüber hinaus wurde das 
Temperaturoptimum der PK zwischen 25 °C und 95 °C untersucht. Die Messungen von 25 °C bis 
60 °C erfolgten im kontinuierlichen Testsystem wie eingehend beschrieben. Die Messungen von 
65 °C bis 95 °C wurden in einem diskontinuierlichen Testsystem durchgeführt. Dazu wurden für 
die PK-Reaktion 1,25 ml Ansätze bestehend aus 2 mM PEP, 6 mM MgCl2 und 2 mM ADP in 
20 mM Bis-Tris pH 6,2 bei der jeweiligen Messtemperatur im Thermoblock (Thermomixer 
comfort, Eppendorf) inkubiert und beim Erreichen der Messtemperatur die Reaktion durch 
Zugabe von Protein gestartet. Zu definierten Zeiten (45 – 180 s) wurden je 250 µl aus jedem 
Testansatz entnommen und die Reaktion durch Zugabe von 750 µl eisgekühlter Detektionslösung, 
bestehend aus 50 mM Triethanolamin pH 7,5 (25 °C), 0,4 mM NADH und 5 U LDH, gestoppt. 
Nach einer Inkubation der Ansätze für 5 min bei Raumtemperatur konnte die PK-Aktivität durch 
Messung der Pyruvat-abhängigen Oxidation von NADH bei 340 nm im Photometer bestimmt 
werden. Außerdem wurde die Thermostabilität der PK (1,15 µg je 50 µl Ansatz) für 2 h bei 70 °C, 
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80 °C und 95 °C bestimmt. Die Messansätze wurden im Thermocycler (T3000 Thermocycler, 
Biometra) bei den zu untersuchenden Temperaturen inkubiert und zu definierten Zeiten Proben 
entnommen und 2 min auf Eis inkubiert. Nach Anzentrifugation wurde die Enzymaktivität im 
kontinuierlichen Testsystem wie beschrieben bestimmt. 
PK aus M. villosus. Die PK wurde bei pH 7,0 in 50 mM Triethanolamin untersucht. Die Ansätze 
zur Aufnahme der kinetischen Parameter enthielten 5 mM ADP, 5 mM PEP und 10 mM MgCl2. 
Die Ansätze zur Analyse der allosterischen Regulation enthielten 5 mM ADP, 0,25 mM PEP und 
10 mM MgCl2. Die allosterischen Effektoren wurden in einer Konzentration von 1 mM geprüft. 
PK aus M. maripaludis. Die Charakterisierung der PK erfolgte in Ansätzen mit 50 mM Bis-Tris 
pH 6,0, 5 mM MgCl2, 2 mM ADP und 3 mM PEP. Der Effekt der potentiellen allosterischen 
Effektoren (je 2 mM) wurde in Ansätzen mit 5 mM MgCl2, 2 mM ADP und 0,1 mM PEP 
analysiert. 
PK aus M. acetivorans. Die PK wurde in Testansätzen mit Triethanolamin pH 7,0 und 5 mM 
ADP, 3 mM PEP und 5 mM MgCl2 untersucht. Der Einfluss der potentiellen allosterischen 
Effektoren (je 2 mM) auf die Enzymaktivität wurde in Ansätzen mit 5 mM MgCl2, 5 mM ADP 
und 0,25 mM PEP analysiert. 
4.6.2 Charakterisierung von Enzymen des Rhamnose-Abbaus 
Die Enzyme aus H. volcanii wurden bei 42 °C und die Enzyme aus S. solfataricus und 
V. distributa bei 72 °C charakterisiert.  
Rhamnose-Dehydrogenasen. Die Aktivitäten der RDHs, welche die NAD+ bzw. 
NADP+-abhängige Oxidation von Rhamnose katalysierten, wurden in einem kontinuierlichen Test 
über die Zunahme der Extinktion bei 340 nm (ε340 = 6,2 mM-1cm-1) gemessen. Die 
Charakterisierung der RDH aus H. volcanii erfolgte in Ansätzen mit 100 mM Tris-HCl, pH 8,4, 
1,5 M KCl, 15 mM L-Rhamnose und 1,5 mM NAD+. Um die Aktivität der RDH mit NADP+ zu 
testen, wurde NAD+ durch 0,5-20 mM NADP+ ersetzt. Die Substratspezifität der RDH wurde mit 
5 und 15 mM der Zucker L-Mannose, D-Glucose, D-Fructose, D-Galactose, L-Fucose, D-Ribose, 
D-Xylose sowie L- und D-Arabinose getestet. 
Die RDH aus V. distributa wurde in Ansätzen bestehend aus 100 mM Bis-Tris pH 7,0 mit 5 mM 
L-Rhamnose und 8 mM NAD+ untersucht. Um die Aktivität der RDH mit weiteren Zuckern zu 
prüfen, wurde den Ansätzen anstelle von L-Rhamnose die Zucker D-Glucose, D-Fructose, 
D-Galactose, L-Fucose, D-Xylose, D-Ribose sowie D- und L-Arabinose zugesetzt.  
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Die Aktivitätsmessungen mit der RDH aus S. solfataricus erfolgten in Ansätzen mit 100 mM 
HEPES-KOH, pH 7,5 sowie 2 mM L-Rhamnose und 0,4 mM NADP+. 
Rhamnonolactonase. Die Aktivität der RNL aus H. volcanii wurde mit Hilfe des 
p-Nitrophenol-Tests (Hucho & Wallenfels, 1972) ermittelt. Dabei wurden die bei der Hydrolyse 
von Lactonen freiwerdenden Protonen als pH-Wert-Verschiebung der Reaktionsansätze über den 
pH-Indikator p-Nitrophenol nachgewiesen. Der Nachweis erfolgte photometrisch in einem 
kontinuierlichen Test bei 405 nm. Die Charakterisierung erfolgte in 1 ml Ansätzen bestehend aus 
50 mM Tris-HCl, pH 7,5 mit 1,5 M KCl, 0,125 mM p-Nitrophenol und 15 mM L-Rhamnono-
δ-Lacton. Außerdem wurden L-Rhamnono-γ-Lacton, D-Glucono-δ-Lacton, L-Arabino-γ-Lacton, 
D-Xylono-γ-Lacton, D-Galactono-γ-Lacton und D-Ribono-γ-Lacton als alternative Substrate der 
RNL mit Konzentrationen von 5-15 mM geprüft. In Ansätzen ohne Enzym wurde die spontane 
Hydrolyse der Lactone bestimmt und die RNL-Aktivität um diese Rate korrigiert. Über eine 
Eichgerade mit definierten HCl-Konzentrationen wurde für p-Nitrophenol unter den gewählten 
Bedingungen ein ε405 von 0,806 mM-1cm-1 bestimmt. 
Rhamnonat Dehydratase. Die RAD-Aktivität wurde als L-Rhamnonat abhängige Bildung von 
2-Keto-3-Desoxy-Rhamnonat (KDR) in einem diskontinuierlichen Test bestimmt. Dazu wurden 
Reaktionsansätze mit einem Volumen von 0,25-1 ml für 0 bis 180 min in einem Thermoblock 
(TB2, Biometra) bei 42 °C (H. volcanii) bzw. 72 °C (V. distributa) inkubiert, zu definierten Zeiten 
Proben von 100 µl entnommen und die Proteine durch Zugabe von final 6 % Trichloressigsäure 
(TCA) gefällt, um die Reaktion zu stoppen. Diese Aliquotes wurden anschließend bei 13200 rpm 
zentrifugiert und die Überstände für die Bestimmung der KDR-Konzentration mittels 
Thiobarbitursäuretest eingesetzt (4.4.6). 
Die Aktivität der RAD aus H. volcanii wurde in 0,1 M Tris-HCl, pH 8,0 mit 1,5 M KCl, 10 mM 
MgCl2 und 15 mM L-Rhamnonat bestimmt. Zur Charakterisierung des Substratspektrums wurde 
L-Rhamnonat durch D-Xylonat, D-Ribonat, L-Arabinonat, D-Gluconat, D-Galactonat und 
D-Galacturonsäure ersetzt. Die Bestimmung der kinetischen Parameter von MgCl2 erfolgte mit 0-
20 mM MgCl2 und 15 mM L-Rhamnonat im Test.  
Die RAD aus V. distributa wurde in Versuchsansätzen bestehend aus 0,1 M Bis-Tris, pH 7,0 mit 
10 mM MgCl2 und 10 mM L-Rhamnonat untersucht. Neben L-Rhamnonat wurden die 
Zuckersäuren D-Xylonat D-Ribonat, L-Arabinonat, D-Gluconat und D-Galactonat als Substrat 
der RAD getestet.  
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2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase. Die KDRDH-Aktivtäten wurden im 
kontinuierlichen Testsystem als NAD+ abhängige Oxidation von KDR am Photometer bei 340 nm 
gemessen (ε340 = 6,2 mM-1cm-1). Es wurden Testansätze mit einem Volumen von 0,5 ml 
verwendet. 
Der Testansatz für die KDRDH aus H. volcanii enthielt 0,1 M Tris-HCl, pH 8,0 mit 1,5 M KCl, 
2,5 mM KDR und 2 mM NAD+. Die Aktivität der KDRDH mit NADP+ wurden in Ansätzen mit 
bis zu 5 mM NADP+ analysiert.  
Für die Untersuchung der Aktivität der KDRDH aus V. distributa wurden Ansätze bestehend aus 
0,1 M Bis-Tris, pH 7,0 mit 0,5 mM KDR und 5 mM NAD+ verwendet.  
Da KDR nicht käuflich zu erwerben ist, wurde es enzymatisch aus L-Rhamnonat mit Hilfe der 
RAD aus H. volcanii hergestellt. Dazu wurden Ansätze bestehend aus 0,1 M Tris-HCl, pH 8,0 mit 
150 mM L-Rhamnonat, 5 mM MgCl2, 1,5 M KCl und 80 mU RAD bei 42 °C für 12 h inkubiert. 
Anschließend wurden die Ansätze für eine Ultrafiltration (4.4.5) eingesetzt, um die Proteine aus 
den Lösungen zu entfernen. Die Bestimmung der KDR-Konzentration in den Ansätzen erfolgte 
enzymatisch mit Hilfe der KDRDH aus H. volcanii. Dabei wurde die vollständige NAD+-
abhängige Umsetzung von KDR zu DKDR im Photometer bei 340 nm bestimmt. Die Messungen 
wurden bei 42 °C in 1 ml Ansätzen bestehend aus 0,1 M Tris-HCl, pH 8,0 mit 1,5 M KCl, 5 mM 
NAD+ und verschiedenen Konzentrationen an KDR durchgeführt. Es wurde dabei gewährleistet, 
dass NAD+ im Überschuss vorlag. Die Extinktion der Proben wurde bei 340 nm bestimmt (E1) 
und die Reaktion durch Zugabe von 120 mU KDRDH gestartet. Nach 10 min Inkubation war 
KDR vollständig oxidiert und die Extinktion wurde erneut bestimmt (E2). Mit Hilfe des 
Extinktionskoeffizienten von NADH (ε340 nm = 6,2 mM-1 cm-1) konnte die KDR-Konzentration 
ermittelt werden.  
2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase. Die DKDRH aus H. volcanii wurde in einem 
Stopptest untersucht. Dabei erfolgte die Messung der Enzymaktivität in einem gekoppelten Test, 
indem DKDR über die NAD+-abhängige Oxidation von KDR durch die KDRDH aus H. volcanii 
gebildet und anschließend von der DKDRH in Pyruvat und L-Lactat gespalten wurde. Der 
Messansatz von 250 µl bestand aus 0,1 M Tris-HCl, pH 8,0 mit 1,5 M KCl, 10 mM KDR, 10 mM 
NAD+ und 10 mM MgCl2. Die Reaktionen wurden durch Zugabe von 144 mU KDRDH aus 
H. volcanii und 30 µg DKDRH gestartet und die Ansätze für 0-32 h bei 42 °C inkubiert. Zu 
ausgewählten Zeiten wurden 60 µl Proben der Reaktionsansätze entnommen, die Proteine durch 
Zugabe von final 6 % TCA gefällt und die Reaktion dadurch gestoppt. Die Bestimmung von KDR 
und L-Lactat erfolgte anschließend mittels HPLC (4.4.7.). 
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4.7 Bioinformatische Sequenzanalysen von Proteinen 
Die Sequenzalignments wurden mit ClustlX 2.1 unter Verwendung der Standardeinstellungen 
erstellt (Larkin et al., 2007) und mit Hilfe von ESPRIPT  dargestellt (Robert & Gouet, 2014).  Die 
Vorhersage  von Sekundärstrukturelementen von Proteinen erfolgte über die  Online-Software 
PSIPRED (Buchan et al., 2013). Der phylogenetische Stammbaum der RAD aus H. volcanii 
wurde nach der Maximum Likelihood Methode mit der Software Mega V.7  konstruiert, wobei  
ein  mit ClustlX erstelltes Alignment als  Basis diente (Kumar et al., 2016). Die Einordnung von 
Proteinen in  Protein-Familien erfolgte mit Hilfe des online-Tools conserved domain search 






In der vorliegenden Arbeit wurden zwei aktuelle Fragestellungen zum Zuckerstoffwechsel in 
Archaea behandelt. Zum einen wurden die Pyruvat Kinasen aus verschiedenen Gruppen von 
Archaea charakterisiert und insbesondere auf ihre allosterische Regulierbarkeit untersucht. Zum 
anderen wurde der Abbau des Desoxy-Zuckers L-Rhamnose in dem Haloarchaeon H. volcanii 
sowie in den Crenarchaeota V. distributa und S. solfataricus analysiert. Die dabei erzielten 
Ergebnisse werden im Folgenden dargestellt.  
5.1 Pyruvat Kinasen aus Archaea 
Pyruvat Kinasen (PKs) aus Eukarya und Bacteria sind gut untersuchte Enzyme, die in der Regel 
die Substrate PEP und/oder ADP kooperativ binden und durch die Zuckerphosphate FBP oder 
AMP positiv allosterisch reguliert werden (Jurica et al., 1998, Waygood et al., 1975). In der 
Domäne der Archaea sind nur wenige PKs aus hyperthermophilen und thermoacidophilen 
Crenarchaeota charakterisiert und diese werden nicht durch klassische Effektoren aus Eukarya 
und Bacteria allosterisch aktiviert (De la Vega-Ruiz et al., 2015, Johnsen et al., 2003, Schramm 
et al., 2000, Solomons et al., 2013). Kürzlich wurde die Struktur der PK aus dem 
hyperthermophilen Archaeon P. aerophilum, einem Vertreter der Thermoproteales, aufgeklärt und 
gezeigt, dass das Enzym mit 3-Phosphoglycerat (3PG) als neuartigem Typus von Effektor 
allosterisch reguliert wird (Solomons et al., 2013). Mit Hilfe von unbiased docking Analysen von 
Christopher Davies wurde außerdem ein Modell für die Bindung von 3PG im allosterischen 
Zentrum der PK aus P. aerophilum erstellt, wonach ein Serin-381 und ein Tyrosin-428 an der 
Phosphatgruppenbindung von 3PG und drei Arginine an den Positionen 359, 389 und 451 an der 
Bindung der Carboxylgruppe von 3PG beteiligt sein könnten (Abbildung 8) (Solomons et al., 
2013). Die generelle Beteiligung dieser Reste an der 3PG-Bindung konnte bereits mit Hilfe von 





Abbildung 8 Strukturmodell der 3PG-Bindetasche der PK aus P. aerophilum mit gebundenem 3PG. Das 
Modell der Bindung von 3PG im allosterischen Zentrum der PK aus P. aerophilum wurde basierend auf der 
Kristallstruktur der PK mit Hilfe von unbiased docking Analysen von Christopher Davies erstellt.  
5.1.1 3-Phosphoglycerat-Bindung im allosterischen Zentrum der PK aus Pyrobaculum 
aerophilum  
Um das Modell der 3PG-Bindung im allosterischen Zentrum der PK aus P. aerophilum zu 
unterstützen, wurde in der vorliegenden Arbeit untersucht, ob die Reste der 3PG-Bindung an der 
Bindung der Phosphat- oder der Carboxylgruppe von 3PG beteiligt sind. Dazu wurde der Effekt 
von freiem Phosphat auf die Aktivität der PK aus P. aerophilum getestet und mit dem Effekt auf 
PK-Mutanten verglichen, in denen einzelne Reste der 3PG-Bindung mittels ortsspezifischer 
Mutagenese ausgetauscht wurden (Tabelle 6). Zusammen mit vorangegangenen Analysen 
konnten dabei folgende Ergebnisse erbracht werden. Die Aktivität der Wildtyp PK wurde durch 
1 mM Phosphat um 70 % inhibiert. Hingegen betrug die Phosphat-Inhibierung einer Y428A-
S381A-Doppelmutante nur 19 % und einer Y428A- bzw. S381A-Einzelmutante nur 55 % bzw. 
33 %, was darauf hindeutet, dass diese Aminosäuren an der Phosphatbindung und damit an der 
Phosphat-Inhibierung beteiligt sind. In den Arginin-Mutanten R359A, R389A und R451A 
entsprach die Phosphat-Inhibierung der des Wildtyps, was bedeutet, dass diese Reste vermutlich 
nicht an der Phosphatbindung und damit vermutlich an der Carboxylgruppenbindung von 3PG 
beteiligt sind. Diese Ergebnisse sind in Übereinstimmung mit dem aufgestellten Modell der 3PG-






Tabelle 6 Inhibierung der Aktivität der PK aus P. aerophilum durch Phosphat im Vergleich zu PK-
Mutanten. Die Messungen erfolgten mit 5 mM MgCl2, 2 mM ADP und 1 mM PEP. Der Effekt von freiem 






5.1.2 Die PKs aus Thermoproteales enthalten ein konserviertes 3PG-Bindemotiv  
Ausgehend von der PK aus P. aerophilum wurden in dieser Arbeit Sequenzvergleiche mit den 
PKs von weiteren Vertretern der Thermoproteales sowie mit PKs aus verschiedenen archaeellen 
Gruppen durchgeführt (Abbildung 9). Es konnte gezeigt werden, dass die fünf an der Bindung 
von 3PG beteiligten Aminosäuren der PK aus P. aerophilum in den PKs der Thermoproteales 
P. islandicum, Thermoproteus tenax, T. uzoniensis und C. maquilingensis konserviert sind 
(Abbildung 9). Die PK aus T. uzoniensis weist dabei einen konservierten Austausch an Position 
435 von Arginin zu Lysin auf. Das Vorhandensein aller fünf Reste in diesen PKs deutet auf eine 
allosterische Aktivierung der Enzyme mit 3PG hin. Eine Ausnahme innerhalb der 
Thermoproteales bildet die PK aus V. moutnovskia, der alle drei Argininreste für eine 
3PG-Bindung fehlen, weshalb das Enzym vermutlich nicht 3PG-aktiviert ist (Abbildung 9). In 
den PKs weiterer hyperthermophiler Archaea der Aigarchaeota, Korarchaeota und 
Thermococcales sowie in den PKs aus hyperthermophilen und mesophilen methanogenen 
Archaea konnte das komplette Bindemotiv der 3PG-Bindung nicht identifiziert werden, was gegen 
eine allosterische Aktivierung dieser Enzyme mit 3PG spricht (Abbildung 9). Um diese 
Vorhersagen zu prüfen, wurden im Rahmen der vorliegenden Arbeit ausgewählte PKs aus den 
verschiedenen archaeellen Gruppen charakterisiert und insbesondere auf ihre allosterische 
Regulation mit 3PG untersucht. Außerdem wurden die PKs auf ihre allosterische Regulierbarkeit 
durch die Zuckerphosphate FBP, AMP und R5P geprüft.  
 
PK Vmax (U/mg) Phosphat- Inhibierung (%)  
 -  PO42- +  PO42-  
Wildtyp 20,1 4,8 76 
Y421A 36,5 16,4 55 
S381A 18,4 15,0 33 
Y421A-S381A* 38,2 30,9 19 
R389A 15,9 4,8 68 
R359A 16,6 5,2 70 
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 Tko  EWKMSELRG-TRPTKGTIKDAITRSIIEALNSIDIKYILTPTRMGQTARLIARFKPKQWVLAFVTDEWVKNTLMFSYGVYPFLVEDT-------SEE-EILRVITGLGLVD---EGDTVLLTKGTPIGKTAGTNTIRIFNV------------------ 478 
Korarchaeota 
 Kcr  ------LESRLDFPVDNIPSFIGKAAVEASEILKCPVIFCFTYSGYTARHVARHRPKARIIALSSNKRTSQLLTLTWGVETIDVTGD--------LDEALSYALSYCMDRGILSEEDRIVVTYGHPHGEAK-TNTLRILSVRELQRAGTPKPSEITGPS 491 
Methanococcales/ Methanosarcinales 
 Mja  ---------RVCLEVESIDEGLVYAVYELYKKLNTKLVITPTYSGRTAKLISKLRINSKIIAPTPNIRTLKRLRLVWGVESCLMEEFD------DMEKIINTCREMAKKEIGKG---IYLITLGHPIGQKK-TNTIKVESI-----------------  447 
 Mvi  -------IRKTDLDVFNVEEGLAYAVSSLYKKLPIKLTITPTYSGRTAKIISKLRK--RIIAPTPNINTLRKLKLVYGVESCLMEEFN------NIDNIISACREIAKKEIGSG---LYLLVFGHPIGERK-SNTIKVESI-----------------  434 
 Mmp  ---------EIEFEEHSIYSGIAYAVEALSKKLNPKIVITPTTSGKTPLRISKFRFNSPIIALAPENIVFRKLRLVWGVIPIKIDEIG------DVDEVLEISKKIAKNIIDSG---IYVVTLGHPKGEKK-TNVIKVESI-----------------  487 
 Mac  ----DTMLKGITAQKMSVDEVIALQVHEALQKLPVAVVLTPTRSGATPRRLSRFKPEPWILAFTRFPKTCSSLALSYGVYPIIVKEVS------ENWETETTEKAKELGFAKSGE--LVVFTQGPASGKPGGTNMLKILTLD----------------  489  
Abbildung 9 Aminosäuresequenzalignment der C-Domänen von ausgewählten PKs der Thermoproteales, Aigarchaeota, Thermococcales, Korarchaeota, 
Methanococcales und Methanosarcinales. Die an der Bindung von 3PG beteiligten Aminosäuren der PK aus P. aerophilum (S381, Y428, R359, R389 und R451) sowie deren 
homologe Reste in anderen PKs sind im Alignment rot markiert. Das vollständige Motiv für die 3PG-Bindung ist nur in Organismen der Ordnung Thermoproteales vorhanden. 
NCBI Accession-Nummern: Pyrobaculum aerophilum (Pae) AAL63053; Pyrobaculum islandicum (Pis) ABL88277; Caldivirga maquilingensis (Cma) ABW01421; Thermoproteus 
tenax (Tte) AAF06820; Thermoproteus uzoniensis (Tuz) AEA13068; Vulcanisaeta moutnovskia (Vmo) ADY01769; Candidatus Caldiarchaeum subterraneum (Csu) BAJ50662; 
Candidatus Korarchaeum cryptofilum (Kcr) B1L381; Pyrococcus furiosus (Pfu) AAL81312; Thermococcus kodakarensis (Tko) BAD02412; Methanocaldococcus jannaschii (Mja) 




5.1.3 Reinigung der archaeellen PKs  
Die pyk Gene aus den zu analysierenden archaeellen PKs weisen alle eine Gengröße von ca. 1500 
Nukleotiden auf und kodieren für Proteine mit ca. 500 Aminosäuren, was einer kalkulierten Masse 
von etwa 50 kDa entspricht. Die pyk Gene wurden in Vektoren der pET-Serie kloniert und die 
PKs in E. coli Rosetta (DE3)pLysS bei 15 °C oder 37 °C überexprimiert. Hyperthermophile PKs 
wurden in einem ersten Schritt über eine Hitzefällung bei 75-85  C gereinigt, um Wirtsproteine 
aus E. coli zu denaturieren und anschließend wurden die hyperthermophilen PKs, wie auch die 
mesophilen PKs, säulenchromatographisch über Nickel-Affinitätschromatographie und 
Superdex-Größenausschlusschromatographie bis zur apparenten Homogenität gereinigt. Mittels 
SDS-PAGE wurde für die PKs ein Molekulargewicht der Untereinheiten von etwa 50 kDa 
bestimmt (Tabelle 7 und 8). Mit Hilfe der geeichten Superdex-Größenausschlusschromatographie 
konnte das Molekulargewicht der PKs unter nativen Bedingungen mit etwa 200 kDa ermittelt 
werden (Tabelle 7 und 8). Daraus ergibt sich für die in dieser Arbeit untersuchten PKs eine homo-
tetramere Struktur. Der homotetramere Aufbau ist eine Voraussetzung für die kooperative 
Substratbindung und die allosterische Regulierbarkeit von PKs. 
5.1.4 Die PKs aus Thermoproteales werden mit 3PG allosterisch aktiviert 
Kinetische Eigenschaften. Die Aktivitäten der PKs aus den Thermoproteales P. islandicum, 
T. uzoniensis, C. maquilingensis und V. moutnovksia wurden bei 65 °C gemessen und die 
kinetischen Parameter bestimmt (Tabelle 7). Die Enzyme katalysierten die ADP-abhängige 
Umsetzung von PEP zu Pyruvat mit spezifischen Aktivitäten zwischen 170 und 260 U/mg. Die 
Abhängigkeit der Enzymaktivität der PKs von der ADP-Konzentration folgte einer Michaelis-
Menten-Kinetik. Mit PEP zeigten die Enzyme aus P. islandicum, T. uzoniensis und 
C. maquilingensis sigmoidale Sättigungskinetiken, was auf eine kooperative Bindung des 
Substrates PEP hindeutet (Abbildung 10). Demgegenüber wies die PK aus V. moutnovskia mit 
PEP eine hyperbole Sättigungskinetik auf, was gegen eine kooperative Bindung von PEP spricht 
(Abbildung 10).  
Allosterische Eigenschaften. Die allosterische Regulierbarkeit der PKs durch bekannte positive 
Effektoren, durch 3PG, FBP und AMP, wurde bei limitierenden PEP-Konzentrationen (0,25 bis 
1 mM) getestet. Dazu wurde zunächst die Aktivität der PKs ohne Effektor gemessen und 
anschließend die Regulierbarkeit durch Zugabe des Effektors geprüft. Die PKs aus P. islandicum, 
T. uzoniensis und C. maquilingensis wiesen eine Steigerung der PK-Aktivität um das 6- bis 




Gegenwart von 3PG hin zu einem hyperbolen Verlauf, wodurch sich der S0,5-Wert für PEP um 
das 2- bis 4-fache verringerte (Tabelle 7, Abbildung 10). Demgegenüber wurde die PK aus 
V. moutnovskia mit 3PG nicht allosterisch aktiviert. Keine der untersuchten PKs aus 
Thermoproteales konnte durch die klassischen Effektoren aus Bacteria und Eukarya, FBP, AMP 
und R5P in ihrer Aktivität gesteigert werden. Nur die PK aus C. maquilingensis zeigte eine leichte 
Aktivierung mit FBP, die jedoch nur 25 % der 3PG-Aktivierung betrug, weshalb dieser Effekt 
vermutlich nicht physiologisch ist. 
 
Abbildung 10 Abhängigkeit der Enzymaktivität von der PEP-Konzentration ohne Effektor (■) sowie in 
Gegenwart von 2 mM 3PG (●) der PKs aus (A) P. islandicum, (B) T. uzoniensis, (C) C. maquilingensis und 
(D) V. moutnovskia.  
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Tabelle 7 Molekulare und kinetische Eigenschaften der PKs aus Thermoproteales im Vergleich zu den 
PK-Mutanten. Die Messungen erfolgten bei 65 °C und pH 6,2. S0,5, Substrat- bzw. Effektorkonzentration bei 




Für die PKs aus T. uzoniensis und C. maquilingensis wurde außerdem analysiert, bei welcher 
3PG-Konzentration die PK-Aktivität maximal stimuliert wird. Dazu wurde in Ansätzen mit 1 mM 
PEP die Konzentration an 3PG variiert. Für die PK aus T. uzoniensis zeigte sich mit 3PG eine 
maximale Stimulierung um das 4-fache bei einer Konzentration über 1,0 mM und die 
halbmaximale Stimulierung wurde mit 0,2 mM 3PG erreicht (Abbildung 11A, Tabelle 7). Für die 
PK aus C. maquilingensis wurde nachgewiesen, dass das Enzym bei 3PG-Konzentrationen über 
2 mM maximal stimuliert wird (Faktor 3,3) und eine halbmaximale Stimulierung der Aktivität mit 
0,3 mM 3PG erfolgt (Abbildung 11B, Tabelle 7). 
Fünf konservierte Aminosäuren sind an der Bindung von 3PG beteiligt 
Ein von Christopher Davies angefertigtes Strukturmodell für die Bindung von 3PG im 
allosterischen Zentrum der PKs aus T. uzoniensis und C. maquilingensis deutet darauf hin, dass 
die 3PG-Bindung in diesen PKs wie in der PK aus P. aerophilum über fünf Aminosäuren erfolgt 
(Abbildung 11C und D). Um dies zu überprüfen, wurden einzelne dieser Aminosäuren mittels 
ortsspezifischer Mutagenese ausgetauscht und die mutierten PKs nach Überexpression und 
Reinigung charakterisiert und auf ihre 3PG-Aktivierung untersucht. Die PK-Mutanten zeigten mit 







 - 3PG + 3PG - 3PG + 3PG    
P. islandicum 103,4 ± 4,6 178,5 ± 4,1 2,1 ± 0,6 0,57 ± 0,06 n. b. 2,53 ± 0,37 48,8 / 225 
T. uzoniensis  142,7 ± 14,9 207,7 ± 4,1 3,3 ± 0,64 1,6 ± 0,31 0,2 3,9 ± 1,4 48,3 / 220 
Y412A 147,1 179,4 2,2 1,3 0,41 n. b. 50,8 / 201,8 
S365A 205,8 256,4 2,8 2,59 2,29 n. b. 52,7 / 205,6 
Y412A-S365A 31,5 31,2 3,9 4,7 Nicht 
aktiviert 
n. b. 47,6 / 208,4 
R373A 178,8 167,4 4,75 4,93 Nicht 
aktiviert 
n. b. 48,5 / 202 
C. maquilingensis 230 ± 17 230 ± 18 2,1 ± 0,17 0,63 ± 0,27 0,3 4,1 ± 0,4 50,5 / 187 
R372A 263,5 ± 14,9 296,9 3,21 ± 0,4 1,8 1,3 n. b. 51,2 / 191 
R372A-R342A 236,7 ± 7,3 250 3,0 ± 0,18 3,0 Nicht 
aktiviert 
n. b. 49,6 / 205 
V. moutnovskia 255 ± 11 263 2,3 ± 0,22 1,9 Nicht 
aktiviert 




PEP sigmoidale Sättigungskinetiken wie die unmutierten Enzyme, was darauf hindeutet, dass die 
Aminosäure-Austausche keinen Effekt auf die kooperative Bindung der PKs hatten (Tabelle 7).  
 
Abbildung 11 Stimulierung der Aktivität der PKs aus (A) T. uzoniensis und (B) C. maquilingensis durch 
3PG im Vergleich zu PK-Mutanten und Strukturmodell der 3PG-Bindetaschen der PKs aus (C) 
T. uzoniensis und (D) C. maquilingensis. (A, B) Die Abhängigkeit der Stimulierung der PK-Aktivität von der 
3PG-Konzentration wurde für die PK aus T. uzoniensis mit 1 mM PEP, 10 mM ADP, 15 mM MgCl2 und für die 
PK aus C. maquilingensis mit 0,5 mM PEP, 6 mM ADP, 10 mM MgCl2 bestimmt. (C, D) Die Strukturmodelle 
wurden auf Basis der Kristallstruktur der PK aus P. aerophilum von Christopher Davies erstellt.  
Bindung von 3PG in der PK aus T. uzoniensis. Ausgehend von dem Strukturmodell ergibt sich 
für die PK aus T. uzoniensis die Beteiligung zweier Arginine (R373 und R343) sowie eines Lysins 
an Position 435 an der Bindung der Carboxylgruppe von 3PG (Abbildung 11C). Analysen mit 
einer R373A-Mutante ergaben, dass diese mit 3PG nicht mehr allosterisch aktiviert wird (Tabelle 
7, Abbildung 11A). Das Arginin-373 der PK aus T. uzoniensis ist somit, wie auch der homologe 
Rest der PK aus P. aerophilum, essentiell für die Effektorbindung (Solomons et al., 2013). An der 
Bindung der Phosphatgruppe von 3PG sind in der PK aus T. uzoniensis vermutlich ein Tyrosin an 
Position 412 und ein Serin an Position 365 beteiligt (Abbildung 11C). Untersuchungen mit einer 
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Y412A- sowie einer S365A-Mutante der PK ergaben, dass diese im Vergleich zum unmutierten 
Enzym deutlich höhere 3PG-Konzentrationen für eine halbmaximale Stimulierung benötigten. So 
erfolgte eine halbmaximale Stimulierung in der Y412A-Mutante erst mit zweimal und in der 
S365A-Mutante mit zehnmal höheren 3PG-Konzentrationen (Abbildung 11A, Tabelle 7). Eine 
Y412A-S365A-Doppelmutante zeigte im Vergleich zum unmutierten Enzym eine deutlich 
geringere spezifische Aktivität, was für einen Einfluss der Mutation auf die katalytischen 
Eigenschaften spricht, und wurde durch 3PG nicht allosterisch aktiviert (Tabelle 7, Abbildung 
11A). Diese Ergebnisse sprechen dafür, dass das Tyrosin-412 und insbesondere das Serin-365 an 
der Phosphatgruppenbindung von 3PG beteilgt sind.  
Bindung von 3PG in der PK aus C. maquilingensis. In der PK aus C. maquilingensis erfolgt die 
Bindung der Carboxylgruppe von 3PG vermutlich über drei Arginine an den Positionen 372, 342 
und 441 (Abbildung 11D). Für eine R372A-Mutante wurde gezeigt, dass diese im Vergleich zum 
unmutierten Enzym erst bei einer ca. 4-fach höheren 3PG-Konzentration halbmaximal stimuliert 
wird, was auf eine Beteiligung des Arginins-372 an der Effektorbindung hindeutet (Tabelle 7, 
Abbildung 11B). Anders als in den PKs aus P. aerophilum und T. uzoniensis führt der Austausch 
des Arginins in der PK aus C. maquilingensis jedoch nicht zu einem vollständigen Verlust der 
allosterischen Aktivierbarkeit mit 3PG. Um zu untersuchen, ob sich das Arginin-372 und das 
Arginin-342 in ihrer Funktion für die Carboxylgruppenbindung des 3PGs ersetzen können, wurde 
eine R372A-R342A-Doppelmutante generiert. Das Enzym wurde mit 3PG nicht mehr allosterisch 
aktiviert (Tabelle 7, Abbildung 11B). Beide Reste sind somit an der 3PG-Bindung beteiligt. 
Zusammenfassend zeigen diese Daten, dass die allosterische Aktivierung mit 3PG eine generelle 
Eigenschaft der PKs aus Thermoproteales ist. Wie auch in der PK aus P. aerophilum, sind fünf 
Aminosäuren an der 3PG-Bindung im allosterischen Zentrum der PKs aus T. uzoniensis und 
C. maquilingensis beteiligt (Solomons et al., 2013). Eine Außnahme innerhalb der 
Thermoproteales ist die PK aus V. moutnovskia, der alle drei Arginine für die 3PG-Bindung fehlen 
und die in Übereinstimmung keine allosterische Aktivierung mit 3PG zeigt. Diese Ergebnisse 
sprechen dafür, dass ein vollständiges Motiv aus fünf Aminosäuren, drei Argininen, einem 
Tyrosin und einem Serin bzw. Threonin, die Vorraussetzung für eine 3PG-Bindung im 
allosterischen Zentrum von PKs ist. In Zukunft wird es möglich sein, mit Hilfe dieses Motivs über 





5.1.5 Die PKs aus Aigarchaeota, Korarchaeota und Thermococcales werden nicht 
allosterisch aktiviert 
Untersuchungen zur allosterischen Regulation der PK aus Candidatus Caldiarchaeum 
subterraneum  
Cand. C. subterraneum wurde aus heißen, geothermalen Quellen isoliert und mittels single cell 
sequencing untersucht. Dabei wurden die kodierenden Gene von Enzymen glykolytischer 
Abbauwege identifiziert, unter anderem das Gen einer PK (Takami et al., 2015). Die rekombinante 
PK aus Cand. C. subterraneum wurde zunächst auf ihre thermophilen Eigenschaften untersucht 
und zeigte, in Übereinstimmung mit der postulierten thermophilen Lebensweise des Organismus, 
eine signifikante Thermostabilität (Abbildung 12). So wies das Enzym bei 70 °C über 2 h nur 
einen geringen Aktivitätsverlust auf. Für 75 °C wurde eine Halbwertszeit der Aktivität von 36 min 
und für 80 °C von 10 min ermittelt. 
 
Abbildung 12 Thermostabilität der rekombinanten PK aus Cand. C. subterraneum. Es ist die spezifische 
Aktivität der PK (%) gegen die Inkubationszeit bei 70 °C (■), 75 °C (●) und 80 °C (▲) aufgetragen. 100 % 
entspricht einer spezifischen Aktivität von 141 U/mg bei 65 °C.  
Der Sequenzvergleich in Abbildung 9 zeigt, dass in der PK aus Cand. C. subterraneum das aus 
fünf Aminosäuren bestehende 3PG-Bindemotiv fast vollständig konserviert ist. Allerdings ersetzt 
in der PK die hydrophobe Aminosäure Valin an Position 341 das an der Carboxylgruppenbindung 
von 3PG beteiligte Arginin-359 der PK aus P. aerophilum. Die PK aus Cand. C. subterraneum 
wurde bei 65 °C charakterisiert und zeigte für die Substrate ADP und PEP jeweils eine hyperbole 




allosterischen Effektor 3PG sowie mit FBP, AMP und R5P konnte keine Stimulierung der 
Enzymaktivität nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse unterstützen den Befund, dass alle fünf 
Aminosäuren des 3PG-Bindemotivs für eine 3PG-Bindung vorhanden sein müssen.  
Tabelle 8 Molekulare und kinetische Eigenschaften der PKs aus Aigarchaeota, Thermococcales, 
Methanococcales und Methanosarcinales. Die Vmax-Werte entsprechen der maximalen spezifischen Aktivität 
der ADP- und PEP-Titrationen. N.b., nicht bestimmt. Standardabweichungen wurden von Triplikaten kalkuliert. 
 
Untersuchungen zur allosterischen Regulation der PK aus Candidatus Korarchaeum 
cryptofilum 
Cand. K. cryptofilum ist der bisher einzige Vertreter der Korarchaeota dessen Genom sequenziert 
wurde, wobei das kodierende Gen einer PK nachgewiesen wurde (Elkins et al., 2008). Die 
rekombinante PK aus Cand. K. cryptofilum wurde bei 65 °C untersucht und zeigte eine hyperbole 
Sättigungskinetik mit ADP (Tabelle 8). Dagegen wies die Abhängigkeit der Enzymaktivität von 
der PEP-Konzentration eine sigmoidale Sättigungskinetik auf, was auf eine kooperative Bindung 
des Substrates PEP hindeutet (Tabelle 8). Die allosterische Regulierbarkeit der PK wurde bei einer 
PEP-Konzentration von 0,4 mM mit AMP, FBP, R5P und 3PG getestet. Mit allen getesteten 
Effektoren zeigte die PK eine leichte Stimulierung der Aktivität um das ca. 2-3-fache, weshalb 
diese Effekte vermutlich nicht physiologisch sind. Das Ausbleiben einer allosterischen 










   
  Cand. C. subterraneum 122 ± 18  2,52 ± 0,16 0,18 ± 0,02 49,6 / 230 
Korarchaeota     
  Cand. K. cryptofilum 157 ± 25 0,95 ± 0,07 1,3 54,3 / 229 
Thermococcales    
   T. kodakarensis  58 0,63 0,28 53,0 / 218 
   P. furiosus 210 0,98 1,0 53,2 / n.b. 
Methanococcales/Methanosarcinales     
   M. jannaschii 173,2 ± 15,3 0,71 ± 0,05 0,17 ± 0,04 50,5 / 233 
   M. villosus 17,5 3,4 n.b. 49,1 / 200 
   M. maripaludis 24,6 ± 1,8  0,34 ± 0,08 0,05 ± 0,01 50,1 / 214 




Bindemotiv (Abbildung 9). So fehlen der PK alle drei Arginine und das Tyrosin für die 3PG-
Bindung. 
Untersuchungen zur allosterischen Regulation der PKs aus Thermococcales 
Eine gut untersuchte Gruppe hyperthermophiler Archaea sind die Thermococcales, die zum 
Phylum der Euryarchaeota gehören. Im Rahmen dieser Arbeit wurden die PKs aus zwei 
Organismen dieser Gruppe, aus Thermococcus kodakarensis und Pyrococcus furiosus, 
biochemisch analysiert. Die gereinigten Enzyme zeigten hyperbole Sättigungskinetiken mit den 
Substraten PEP und ADP (Tabelle 8). Das deutet darauf hin, dass weder ADP noch PEP 
kooperativ gebunden werden. Der Einfluss von 3PG sowie der klassischen Effektoren FBP, AMP 
und R5P auf die spezifische Aktivität wurde in Testansätzen mit limitierenden PEP- und ADP-
Konzentrationen geprüft. Mit keinem der Effektoren konnte ein stimulierender Effekt auf die 
Aktivität der Enzyme gezeigt werden. Das Ausbleiben einer allosterischen Aktivierung mit 3PG 
ist in Übereinstimmung mit dem Fehlen von essentiellen Resten des 3PG-Bindemotivs 
(Abbildung 9). So fehlen beiden PKs das Tyrosin der Phosphatgruppenbindung von 3PG und der 
homologe Rest des für die Carboxylgruppenbindung von 3PG essentielle Arginins-389 der PK 
aus P. aerophilum.  
5.1.6 Die PKs aus hyperthermophilen Methanococcales werden mit AMP allosterisch 
aktiviert  
Methanogene Archaea sind in der Regel chemolithoautotrophe Organismen, die mit CO2 und H2 
als Energie- und Kohlenstoffquelle wachsen und die üblicherweise keine PK besitzen. Für einige 
methanogene Archaea der Ordnung Methanococcales und Methanosarcinales wurde jedoch 
gezeigt, dass diese während des Wachstums auf CO2 und H2 intrazellulären Glykogen bilden und 
dieses über einen modifizierten EM-Weg abbauen, an dem eine PK beteiligt ist (Pellerin et al., 
1987, Yu et al., 1994). In dieser Arbeit sollte untersucht werden, ob die PKs aus methanogenen 
Archaea eine allosterische Regulation aufweisen. 
PKs aus M. jannaschii und M. villosus sind AMP-aktiviert 
Erste Untersuchungen der Arbeitsgruppe Schönheit deuteten darauf hin, dass die PK aus dem 
hyperthermophilen methanogenen Archaeon M. jannaschii, ein Vertreter der Gattung 
Methanocaldococcus, mit AMP allosterisch stimuliert wird, weshalb dies in dieser Arbeit näher 
untersucht werden sollte. Das Enzym wurde zunächst auf seine thermophilen Eigenschaften 




Arrhenius von 60,7 kJ/mol (Abbildung 13A). Außerdem wurde für die PK eine ausgeprägte 
Thermostabilität nachgewiesen (Abbildung 13B). Bei 70 °C wurde kein signifikanter 
Aktivitätsverlust der PK beobachtet. Für 80 °C wurde eine Halbwertszeit der Aktivität von 261 
min und für 95 °C von 27 min bestimmt. Die Ergebnisse zeigen, dass die PK aus M. jannaschii 
an hohe Temperaturen adaptiert ist, was in Übereinstimmung mit der optimalen 
Wachstumstemperatur des Organismus von etwa 85 °C ist (Jones et al. 1983).  
 
Abbildung 13 Abhängigkeit der Aktivität von der Temperatur und Thermostabilität der rekombinanten 
PK aus M. jannaschii. (A) Einfluss der Temperatur auf die spezifische Aktivität der PK. (B) Auftrag der 
spezifischen Aktivität (%) gegen die Inkubationszeit bei 70 °C (■), 80 °C (●) und 95 °C (▲). 100 % entspricht 
einer spezifischen Aktivität von 89,5 U/mg bei 65 °C.  
Die kinetischen Parameter der PK wurden bei 65 °C bestimmt (Tabelle 8). Die Abhängigkeit der 
Enzymaktivität von der ADP-Konzentration folgte einer Michaelis-Menten-Kinetik. Dagegen 
wies die Abhängigkeit der Enzymaktivität von der PEP-Konzentration eine sigmoidale 
Sättigungskinetik auf, was auf eine kooperative Bindung von PEP hindeutet (Abbildung 14A). 
Der Effekt der potentiellen allosterischen Effektoren AMP, FBP, R5P und 3PG wurde bei einer 
PEP-Konzentration von 0,25 mM getestet. Mit FBP, R5P und 3PG konnte keine allosterische 
Aktivierung gezeigt werden. Demgegenüber zeigte sich mit AMP eine Stimulierung der PK-
Aktivität um das 19-fache. Die sigmoidale Kinetik mit PEP änderte sich in Anwesenheit von 
1 mM AMP zu einer hyperbolen Kinetik, was zu einer Verminderung des S0,5-Wertes für PEP um 
das 4,5-fache führte (S0,5 0,15 mM) (Abbildung 14A, Tabelle 8). Damit ist die PK aus M. 
jannaschii die erste archaeelle PK, die mit dem klassischen Effektor AMP aus Bacteria 





Abbildung 14 Abhängigkeit der Enzymaktivität von der PEP-Konzentration ohne Effektor (■) sowie in 
Gegenwart von 1 mM AMP (●) der PKs aus M. jannaschii (A) und M. villosus (B). 
Um zu prüfen, ob die PK eines weiteren Vertreters der Gattung Methanocaldococcus mit AMP 
allosterisch aktiviert wird, wurde die PK aus M. villosus charakterisiert. Das Enzym wies mit dem 
Substrat PEP eine Sättigungskinetik mit einem S0,5-Wert von 3,4 mM auf und wurde mit AMP 
spezifisch allosterisch aktiviert (Abbildung 14B, Tabelle 8). Die Zugabe von 1 mM AMP führte 
zu einer Steigerung der Aktivität, wodurch sich der S0,5-Wert der PK für das Substrat PEP um das 
ca. 4-fache verringerte (S0,5 0,91 mM) (Abbildung 14B). Mit den Zuckerphosphaten FBP und R5P 
sowie mit 3PG wurde die PK nicht allosterisch aktiviert. Damit konnte für die PK eines weiteren 
Vertreters der Gattung Methanocaldococcus eine spezifische allosterische Regulierbarkeit mit 
AMP gezeigt werden.  
Die PKs aus mesophilen methanogenen Archaea werden nicht mit AMP allosterisch 
aktiviert 
Weiterhin wurde die PK aus dem mesophilen methanogenen Archaeon M. maripaludis aus der 
Ordnung Methanococcus und die PK aus M. acetivorans, ein Vertreter der Methanosarcinales, bei 
37 °C charakterisiert. Die Abhängigkeit der Enzymaktivität der PKs von der ADP-Konzentration 
folgte einer Michaelis-Menten-Kinetik (Tabelle 8). Mit PEP zeigte die PK aus M. maripaludis 
eine hyperbole Sättigungskinetik, wohingegen die PK aus M. acetivorans eine sigmoidale 
Sättigungskinetik aufwies (Tabelle 8). Die allosterische Regulierbarkeit der PKs wurde mit den 
Effektoren AMP, FBP, R5P und 3PG in Ansätzen mit limitierenden PEP- und 
ADP-Konzentrationen getestet. Keiner der getesteten Effektoren hatte einen allosterischen Effekt 
auf die PK-Aktivität. Somit scheinen die PKs aus mesophilen methanogenen Archaea der 
Methanococcales und Methanosarcinales, anders als die PKs aus den hyperthermophilen Archaea 
der Methanococcales, nicht mit AMP allosterisch aktiviert zu werden.  




Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass neben der PK aus P. aerophilum die PKs weiterer 
Organismen der Ordnung Thermoproteales mit 3PG allosterisch aktiviert werden. Ein 
vollständiges 3PG-Bindemotiv aus fünf Aminosäuren ist dabei die Vorraussetzung für die 
allosterische Aktivierung mit 3PG. Die PKs aus Aigarchaeota, Korarchaeota, Thermococcales 
sowie aus hyperthermophilen und mesophilen methanogenen Archaea werden mit 3PG nicht 
allosterisch aktiviert, was in Übereinstimmung mit einem unvollständigen 3PG-Bindemotiv dieser 
Enzyme ist. Für die PKs aus hyperthermophilen methanogenen Archaea der Ordnung 
Methanococcus konnte eine allosterische Aktivierung mit AMP, dem klassischen Effektor der 




5.2 Untersuchungen zum Abbau von L-Rhamnose in Archaea 
Der Abbau des Desoxy-Zuckers L-Rhamnose ist in Archaea bisher kaum untersucht. Aus diesem 
Grund wurden in der vorliegenden Arbeit detaillierte Untersuchungen zur Aufnahme und zum 
Abbau von Rhamnose in dem halophilen Euryarchaeon H. volcanii durchgeführt und die 
transkriptionelle Regulation der beteiligten Gene analysiert. Außerdem wurden ausgewählte 
Enzyme des Rhamnose-Abbaus aus den Crenarchaeota S. solfataricus und V. distributa 
charakterisiert. 
 5.2.1 Abbau von L-Rhamnose in H. volcanii 
H. volcanii H26 wurde bei 42 °C in Medium mit 15 mM L-Rhamnose gezüchtet. Die Zellen 
wuchsen mit einer Verdopplungszeit von 8,7 h bis zu einer optischen Dichte bei 600 nm von ca. 
2,4 (Abbildung 15). Während des Wachstums wurde die Rhamnose vollständig verbraucht.  
 
Abbildung 15 Wachstum von H. volcanii auf 15 mM Rhamnose. Die Zellen wuchsen in Synthetik-Medium 
mit Rhamnose als einziger Kohlenstoff- und Energiequelle. Das Wachstum (■) und der Verbrauch von 
Rhamnose (□) über die Zeit wurde bestimmt. Die Vorkulturen waren an Rhamnose adaptiert. 
Das Genom von H. volcanii wurde auf kodierende Gene von Enzymen des Rhamnose-Abbaus 
untersucht. Gene, die für eine Rhamnose Isomerase, Rhamnulokinase und Rhamnulose-1-
Phosphat Aldolase, die Enzyme des klassischen Rhamnose-Abbauweges aus Bacteria, kodieren, 
konnten nicht identifiziert werden. Hingegen wurde ein Gencluster identifiziert, der für alle 
Enzyme eines Diketo-Hydrolase Weges sowie einen putativen ABC-Transporter und einen 
putativen Transkriptionsregulator kodiert. Die Anordnung dieses Genclusters, welcher im 




Abbildung 16 dargestellt. Der Diketo-Hydrolase Weg umfasst die Gene rhcABCDEF, die für eine 
Rhamnose Mutarotase (RhM), Rhamnose Dehydrogenase (RDH), Rhamnonolactonase (RNL), 
Rhamnonat Dehydratase (RAD), 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase (KDRDH) und 2,4-
Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase (DKDRH) kodieren. In direkter Nachbarschaft befinden 
sich die Gene rhcGHIJ, die für ein Substratbindeprotein (SBP), zwei Transmembrandomänen 
(TMD) und eine Nukleotidbindedomäne (NBD) eines putativen ABC-Transporters kodieren. 
Innerhalb des rhc-Clusters ist mit rhcR außerdem das kodierende Gen eines putativen 
Transkriptionsregulators der IclR-Proteinfamilie annotiert.  
Um einen ersten Hinweis zu erhalten, ob H. volcanii Rhamnose oxidativ über einen Diketo-
Hydrolase Weg abbaut, wurden Extrakte von Zellen, die auf Rhamnose oder Glucose gewachsen 
waren, hergestellt und die Aktivität einer Rhamnose Dehydrogenase (RDH) als erstes Enzym 
eines oxidativen Abbauweges bestimmt. In Rhamnose gewachsenen Zellen war die RDH-
Aktivität 9-fach induziert (71 mU/mg), im Vergleich zu der in Glucose gewachsenen Zellen (8 
mU/mg). Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass H. volcanii für den Abbau von Rhamnose einen 
oxidativen Weg verwendet.  
 
Abbildung 16 Der rhc-Gencluster aus H. volcanii umfasst die Gene des Rhamnose-Transports und des -
Abbaus. Die offenen Leserahmen sind als Pfeile dargestellt: die Gene des L-Rhamnose-Transports in 
dunkelgrau, die Gene des Rhamnose-Abbaus in schwarz und das kodierende Gen des Transkriptionsregulators 
RhcR in hellgrau. Der ABC-Transporter besteht aus vier Komponenten: einem Substratbindeprotein (SBP), zwei 
Transmembrandomänen (TMD) und einer Nukleotidbindedomäne (NBD). Der Diketo-Hydrolase Weg umfasst 
die Enzyme Rhamnose Mutarotase (RhM), Rhamnose Dehydrogenase (RDH), Rhamnonolactonase (RNL), 
Rhamnonat Dehydratase (RAD), 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase (KDRDH), und 2,4-Diketo-3-
Desoxyrhamnonat Hydrolase (DKDRH). Der Maßstab entspricht einer Länge von 1000 bp.  
Die Beteiligung des ABC-Transporters sowie der putativen Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges 
am Rhamnose-Transport und -Abbau wurde mit Hilfe von Transkriptionsanalysen, 
Wachstumsversuchen mit Deletionsmutanten sowie biochemischen Analysen der beteiligten 
Enzyme überprüft. Außerdem wurde die Funktion von RhcR als Transkriptionsregulator der rhc-





5.2.1.1 Rhamnose wird über einen ABC-Transporter aufgenommen 
Die Transkription der kodierenden Gene rhcGHIJ des putativen ABC-Transporters der 
Rhamnose-Aufnahme wurde mittels Northern-Blot Analysen untersucht. Dafür wurde RNA aus 
Zellen verwendet, die auf Glucose oder Rhamnose gewachsen waren. Mit einer spezifischen 
Sonde gegen rhcG, dem kodierenden Gen des Substratbindeproteins (SBP), wurde ein starkes 
Signal von ca. 3400 Nukleotiden in Rhamnose gewachsenen Zellen nachgewiesen (Abbildung 
17). Die Transkriptlänge von 3400 nt entspricht der Summe der Nukleotide (3416 Nukleotide) der 
Gene rhcG, rhcH und rhcI, was darauf hindeutet, dass diese drei Gene cotranskribiert werden. Ein 
Cotranskript aller Gene des ABC-Transporters, einschließlich rhcJ, konnte nicht nachgewiesen 
werden. Transkriptionsanalysen mit einer spezifischen Sonde gegen rhcJ ergaben ein Signal von 
1200 nt, welches der Genlänge von rhcJ (1182 Nukleotide) entspricht (Abbildung 17). RhcJ liegt 
somit als monocistronisches Transkript vor. Zwischen den Genen rhcJ und rhcI liegt ein 
intergenischer Bereich von 95 Nukleotiden, was für einen eigenen Promotor von rhcJ spricht und 
das Ergebnis unterstützt, dass rhcJ monocistronisch transkribiert wird. In Glucose gewachsenen 
Zellen konnten keine Transkripte von rhcGHIJ nachgewiesen werden, was auf eine Rhamnose-
spezifische transkriptionelle Induktion des ABC-Transporters hindeutet. 
 
Abbildung 17 Transkription des Rhamnose-spezifischen ABC-Transporters aus H. volcanii. Northern-Blot 
Analysen mit RNA aus Glucose (G)- und Rhamnose (Rh)-gewachsenen Zellen. Die verwendeten Sonden waren 
spezifisch für rhcG (links) oder rhcJ (rechts). Die Markierungen an der linken Seite bilden den ausgewählten 
Größenstandard ab. Als Kontrolle der gleichmäßigen Beladung mit RNA diente die 16S rRNA.  
Um die funktionelle Beteiligung des ABC-Transporters am Rhamnose-Transport zu prüfen, 
wurde mit Hilfe der sogenannten pop-in/pop-out Strategie (Allers et al., 2004, Bitan-Banin et al., 
2003) rhcG, das kodierende Gen des Substratbindeproteins deletiert. Die erfolgreiche Deletion 
konnte mittels Southern-Blot Analysen bestätigt werden (Abbildung 18A). Das Wachstum der 




(Abbildung 18B). Dabei wuchs der Wildtyp mit einer Verdopplungszeit von 8,7 h bis zu einer 
optischen Dichte bei 600 nm (OD600) von 2,8. Im Gegensatz dazu wuchs die Mutante mit einer 
deutlich verlangsamten Verdopplungszeit von 23,9 h bis zu einer OD600 von 2,0. Durch eine in 
trans Komplementation mit rhcG konnte das Wachstum der ΔrhcG Mutante auf Rhamnose 
vollständig wiederhergestellt werden (Abbildung 18B). Auf Glucose wuchs die ∆rhcG Mutante 
vergleichbar dem Wildtyp. Diese Ergebnisse sprechen für eine funktionelle Beteiligung des ABC-
Transporters am Transport von Rhamnose in H. volcanii. Da das Wachstum der Deletionsmutante 
jedoch nur teilweise eingeschränkt war, kann ein alternatives System für die Aufnahme von 
Rhamnose in H. volcanii nicht ausgeschlossen werden. Interessanterweise war die ΔrhcG Mutante 
in Wachstumsversuchen mit niedrigen Rhamnose-Konzentrationen (1,5 mM) nicht mehr in der 
Lage zu wachsen, weshalb die Aufnahme von Rhamnose über einen alternativen Transporter unter 
diesen Bedingungen ausgeschlossen werden kann.  
 
Abbildung 18 Southern-Blot zur Überprüfung der Gendeletion von rhcG und Wachstum einer ∆rhcG 
Mutante auf 20 mM Rhamnose. (A) Southern-Blot mit restriktionshydrolysierter DNA aus dem Wildtyp (wt) 
und aus der Deletionsmutante (ΔrhcG). (B) Wachstum der ∆rhcG Mutante (●) im Vergleich zum Wildtyp (■) 






5.2.1.2 Rhamnose wird über die Enzyme eines Diketo-Hydrolase Weges abgebaut 
Innerhalb des rhc-Genclusters liegen die kodierenden Gene von Enzymen des Diketo-Hydrolase 
Weges. Zunächst wurde die Transkription dieser Gene untersucht und ihre funktionelle 
Beteiligung in Wachstumsexperimenten mit Deletionsmutanten geprüft. Anschließend wurden die 
Enzyme dieses Weges biochemisch charakterisiert.  
Die Gene des Rhamnose-Abbaus werden Rhamnose-spezifisch transkribiert 
Es wurden Northern-Blot Analysen mit RNA aus Rhamnose-gewachsenen Zellen im Vergleich 
zu Glucose-gewachsenen Zellen durchgeführt. Für die kodierenden rhc-Gene von RhM, RDH, 
RNL, KDRDH und DKDRH wurde jeweils ein spezifisches Signal in Rhamnose-gewachsenen 
Zellen nachgewiesen, dessen kalkulierte Größe mit der entsprechenden Genlänge übereinstimmt 
(Abbildung 19). Das deutet auf eine Rhamnose-spezifische und monocistronische Transkription 
dieser Gene hin. Für rhcD, das kodierende Gen der RAD, wurden zwei Rhamnose-spezifische 
Signale von 2300 und 1200 Nukleotiden detektiert (Abbildung 19). Das Transkript von 1200 
Nukleotiden stimmt mit der Genlänge von rhcD überein. Das Signal von 2300 Nukleotiden 
entspricht der Länge eines Cotranskripts aus rhcD und HVO_B0113 (2237 Nukleotide). Zwischen 
beiden Genen liegt ein intergenischer Bereich von 2 Nukleotiden, was gegen einen eigenen 
Promtor von HVO_B0113 spricht und somit in Übereinstimmung mit einem Cotranscript von 
rhcD und HVO_B0113 ist. Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass die Transkription alle 
rhc-Gene des Diketo-Hydrolase Weges Rhamnose-spezifisch induziert wird.  
 
Abbildung 19 Transkription von rhc-Genen des Diketo-Hydrolase Weges aus H. volcanii. Abgebildet sind 
Northern-Blots mit RNA aus Glucose (G)- und Rhamnose (Rh)-gewachsenen Zellen. Die Markierungen an der 
linken Seite entsprechen dem Größenstandard. Gengrößen: rhcA (303 nt), rhcB (798 nt), rhcC (870 nt), rhcD 
(1206 nt), rhcD + HVO_B0113 (2237 nt), rhcE (1035 nt) und rhcF (852 nt). Zur Kontrolle der 




Die rhc-Gene des Diketo-Hydrolase Weges sind essentiell für das Wachstum auf Rhamnose 
Um die funktionelle Beteiligung der rhc-Gene des Diketo-Hydrolase Weges am Abbau von 
Rhamnose zu überprüfen, wurden Deletionsmutanten der entsprechenden Gene generiert und die 
erfolgreichen Deletionen mittels Southern-Blot Analysen bestätigt (Abbildung 20A). 
Anschließend wurde das Wachstum der Deletionsmutanten auf Rhamnose und Glucose mit dem 
des Wildtyps verglichen. Die Deletionsmutante von rhcA, dem kodierenden Gen der Rhamnose 
Mutarotase (RhM), wuchs auf Rhamnose vergleichbar zum Wildtyp, was darauf hindeutet, dass 
dieses Enzym unter den gewählten Wachstumsbedingungen nicht essentiell für den Rhamnose-
Abbau ist (Abbildung 20B).  
 
Abbildung 20 Southern-Blot Analysen zur Überprüfung der Gendeletionen von Δrhc Mutanten und 
Wachstum der ∆rhc Mutanten des Diketo-Hydrolase Weges von H. volcanii auf 20 mM Rhamnose. (A) 
Southern-Blots mit restriktionshydrolysierter DNA aus dem Wildtyp (wt) und aus den Δrhc Mutanten. (B) 
Wachstum der ∆rhc Mutanten (●), des Wildtyps (■) sowie der in trans komplementierten ∆rhc Mutanten (▲). 




Hingegen waren die Deletionsmutanten von rhcB, rhcC, rhcD, rhcE und rhcF nicht mehr in der 
Lage, auf Rhamnose zu wachsen (Abbildung 20A). Eine in trans Komplementation der 
Deletionsmutanten mit den entsprechenden Genen führte zu einer Wiederherstellung des 
Wachstums auf Rhamnose (Abbildung 20B). Auf Glucose wuchsen alle untersuchten ∆rhc 
Mutanten wie der Wildtyp. Die Daten zeigen, dass die kodierenden Gene von RDH, RNL, RAD, 
KDRDH und DKDRH essentiell für das Wachstum von H. volcanii auf Rhamnose sind.  
In den Transkriptionsanalysen wurde gezeigt, dass rhcD, das kodierende Gen der RAD, als 
Cotranskript mit HVO_B0113 transkribiert wird. HVO_B0113 ist als kodierendes Gen einer F420-
abhängigen Monooxygenase annotiert, deren Funktion im Rhamnose-Abbau nicht bekannt ist. 
Um zu prüfen, ob HVO_B0113 wichtig für das Wachstum von H. volcanii auf Rhamnose ist, 
wurde eine ΔHVO_B0113 Mutante generiert und in Wachstumsanalysen gezeigt, dass diese 
Deletionsmutante auf Rhamnose wie der Wildtyp wuchs. Das spricht gegen eine essentielle 
Beteiligung von HVO_B0113 am Rhamnose-Abbau. 
Charakterisierung von Enzymen des Diketo-Hydrolase Weges 
Mit Außnahme der RhM wurden die Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges aus H. volcanii, d.h. 
RDH, RNL, RAD, KDRDH und DKDRH, als rekombinante Enzyme biochemisch charakterisiert. 
Dazu wurden die kodierenden Gene in den Vektor pTA963 kloniert und die rekombinanten 
Proteine in H. volcanii H1209 homolog überexprimiert. Die Proteine wurden anschließend über 
Nickel-Affinitätschromatographie und Größenausschlusschromatographie bis zur apparenten 
Homogenität gereinigt. Der Reinheitsgrad wurde dabei mittels SDS-PAGE überprüft. 
Anschließend standen die rekombinanten Enzyme zur Charakterisierung der molekularen und 




Rhamnose Dehydrogenase. Die RDH wurde als homotetrameres Enzym mit einem nativen 
Molekulargewicht von 113 kDa gereinigt. Das Enzym katalysierte die NAD+-abhängige 
Oxidation von L-Rhamnose mit einer spezifischen Aktivität von 71,0 U/mg und apparenten Km-
Werten von 2,7 mM für Rhamnose und 0,4 mM für NAD+ (Abbildung 21). Mit NADP+ als 
Elektronenakzeptor konnte keine Aktivität nachgewiesen werden. Das Enzym katalysierte auch 
die NAD+-abhängige Oxidation von L-Lyxose und L-Mannose mit Vmax-Werten von 35,2 U/mg 
bzw. 31,2 U/mg und Km-Werten von 34,8 mM bzw. 94,4 mM. Daraus ergibt sich, dass die 
katalytische Effizienz der RDH für L-Rhamnose 26- bzw. 80-fach höher ist als für L-Lyxose bzw. 
L-Mannose. Andere Zucker wie die Hexosen D-Glucose, D-Fructose und D-Galactose, der 
Desoxy-Zucker L-Fucose und die Pentosen D-Ribose, D-Xylose sowie L- und D- Arabinose 
wurden von der RDH nicht oxidiert. 
 
Abbildung 21 Abhängigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit der rekombinanten Rhamnose Dehydrogenase 
aus H. volcanii von der Konzentration an Rhamnose (A) und NAD+ (B). 
Rhamnonolactonase. Das native Molekulargewicht der RNL wurde über die 
Ausschlusschromatographie mit 134 kDa bestimmt und die SDS-PAGE ergab eine Größe der 
Untereinheiten von 35,1 kDa, woraus sich ein homotetramerer Aufbau des Enzyms ergibt. Die 
Aktivität der Lactonase wurde mit Hilfe des p-Nitrophenol Tests analysiert, wobei die bei der 
Hydrolyse der Lactone freiwerdenden Protonen als Ansäuerung der Ansätze nachgewiesen 
werden. Die RNL aus H. volcanii war hochspezifisch für L-Rhamnono-δ-Lacton mit einem Vmax-
Wert von 1543 U/mg und einem Km-Wert von 4,2 mM (Abbildung 22). Mit dem Substrat L-




wie L-Arabino-γ-Lacton, D-Xylono- γ-Lacton, D-Glucono-δ-Lacton, D-Ribono-γ-Lacton und D-
Galactono-γ-Lacton wurden von der RNL nicht umgesetzt.  
 
Abbildung 22 Abhängigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit der rekombinanten L-Rhamnonolactonase aus 
H. volcanii von der Konzentration an L-Rhamnono-δ-Lacton. 
Rhamnonat Dehydratase. Für die RAD wurde ein natives Molekulargewicht von 349 kDa 
bestimmt und die Größe einer Untereinheit beträgt 46 kDa, woraus sich ein homooctamerer 
Aufbau des Enzyms ableiten lässt. Die RAD katalysierte die Dehydratisierung von L-Rhamnonat 
zu KDR mit apparenten Vmax- und Km-Werten von 5,2 U/mg und 7,1 mM (Abbildung 23A). Die 
Aktivität des Enzyms war abhängig von divalenten Kationen und für MgCl2 wurde ein apparenter 
Km-Wert von 0,24 mM bestimmt (Abbildung 23B). Das Enzym zeigte keine Aktivität mit anderen 






Abbildung 23 Abhängigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit der rekombinanten L-Rhamnonat 
Dehydratase aus H. volcanii von den Konzentrationen an L-Rhamnonat (A) und MgCl2 (B). 
2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase. Die KDRDH wurde als Protein mit einer 
homooligomeren Struktur aus vier Untereinheiten und einem nativen Molekulargewicht von 
139 kDa gereinigt. Das Enzym katalysierte die Oxidation von KDR mit einem Vmax-Wert von 
5,4 U/mg und einem Km-Wert von 0,66 mM (Abbildung 24A). Das Enzym war spezifisch für den 
Elektronenakzeptor NAD+ und zeigte keine Aktivität mit NADP+. Für NAD+ wurde ein Km-Wert 
von 0,55 mM bestimmt (Abbildung 24B).  
 
Abbildung 24 Abhängigkeit der spezifischen Aktivität der rekombinanten KDR Dehydrogenase aus 




2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase. Die DKDRH wurde als homohexameres Enzym 
mit einem nativen Molekulargewicht von 173 kDa charakterisiert. Die Enzymaktivität der 
DKDRH wurde in einem diskontinuierlichen, gekoppelten Test untersucht, indem DKDR über 
die NAD+-abhängige Oxidation von KDR durch die KDRDH aus H. volcanii gebildet und 
anschließend von der DKDRH in Pyruvat und L-Lactat gespalten wurde. Zu ausgewählten Zeiten 
wurden Proben der Reaktionsansätze genommen, die Reaktion gestoppt und für HPLC-Analysen 
eingesetzt. Es zeigte sich, dass die Konzentration an KDR über die Zeit abnahm und das Produkt 
L-Lactat gebildet wurde (Abbildung 25). Die gebildete Menge an L-Lactat konnte mittels einer 
Eichung der HPLC-Säule mit unterschiedlichen L-Lactat-Konzentrationen bestimmt und daraus 
die spezifische Aktivität der DKDRH mit 0,5 U/mg ermittelt werden.  
 
Abbildung 25 Umsetzung von KDR zu L-Lactat durch die KDRDH und DKDRH aus H. volcanii. (A) 
Zeitabhängige Bildung von L-Lactat aus KDR durch die KDRDH und DKDRH. Dargestellt sind die 
Chromatogramme zu Beginn der Reaktion und nach 1,5 h. (B) Chromatogramme der Standards (je 10 mM) von 
L-Lactat und KDR. Retentionszeiten der Standards: L-Lactat (~ 11,3 min), KDR (~ 12,0 min). In 




Tabelle 9 Molekulare und kinetische Eigenschaften der rekombinanten Enzyme des Diketo-Hydrolase 
Weges aus H. volcanii. Die kinetischen Eigenschaften wurden bei 42 °C analysiert. Die Überbestimmung des 
Molekulargewichts der Untereinheiten der RDH, RAD, KDRDH und DKDRH ist vermutlich die Folge des 
hohen Anteils an sauren Aminosäuren in diesen Enzymen (15-21 %), so wie es bereits für andere halophile 
Proteine gezeigt wurde (Johnsen et al., 2009).  N.b., nicht bestimmt; Standardabweichungen wurden aus 
Triplikaten kalkuliert.  
 
Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass die rhc-Gene von H. volcanii für die 
funktionellen Enzyme RDH, RNL, RAD, KDRDH und DKDRH eines Diketo-Hydrolase Weges 
kodieren und bei Wachstum auf Rhamnose transkriptionell induziert werden. Wachstumsanalysen 
mit Deletionsmutanten ergaben eine essentielle Beteiligung der Enzyme am Rhamnose-
Katabolismus in H. volcanii. 
 
   
 RDH RNL RAD KDRDH DKDRH 
Holoenzym (kDa) 111,3 ± 1,8 134 349 ± 27,4 139 ± 8,0 173 ± 17 
Apparente molekulare 
Masse der Untereinheit 
(kDa) 
40,1 ± 6,0 35,1 ± 2,0 54,8 ± 1,4 46,6 ± 0,3 45,5 ± 1,5 
Kalkulierte molekulare 
Masse der Untereinheit 
(kDa) 
28 33 46 37 30 
Oligomerisierung α4 α4 α8 α4 α6 
Spezifische Aktivität 
(U/mg) 
71,0 ± 2,8 1543 5,2 ± 0,6 5,4 ± 0,7 0,5 
Apparenter Km-Wert 
(mM) 










 0,4 ± 0,04 
 (NAD+) 








5.2.1.3 RhcR ist ein Transkriptionsaktivator der Gene des Rhamnose-Katabolismus 
Die bisherigen Untersuchungen haben gezeigt, dass alle Gene des rhc-Genclusters bei Wachstum 
auf Rhamnose transkriptionell induziert werden, was auf eine gemeinsame transkriptionelle 
Regulation hindeutet. Innerhalb des rhc-Genclusters liegt das Gen rhcR, das für den putativen 
Transkriptionsregulator RhcR kodiert (Abbildung 16).  
Expression und Reinigung von RhcR. RhcR wurde in H. volcanii homolog überexprimiert und 
mittels Nickel-Affinitätschromatographie und Größenausschlusschromatographie als 47 kDa 
Protein gereinigt.  Mittels SDS-PAGE wurde ein Molekulargewicht der Untereinheit von 28 kDa 
bestimmt. Das spricht für eine homodimere Struktur von RhcR.  
Deletion von rhcR. Um eine Beteiligung von RhcR am Rhamnose-Abbau zu untersuchen, wurde 
eine ΔrhcR Mutante generiert, die Deletion mittels Southern-Blot Analysen überprüft und das 
Wachstum der Mutante auf Glucose und Rhamnose analysiert (Abbildung 26). Die Deletion von 
rhcR führte zu einem vollständigen Verlust des Wachstums von H. volcanii auf Rhamnose, 
welches durch eine in trans Komplementation mit rhcR wiederhergestellt werden konnte. Das 
Wachstum der Deletionsmutante auf Glucose war hingegen nicht beeinflusst. Diese Daten zeigen, 
dass rhcR essentiell für den Rhamnose-Abbau ist und deuten auf eine Funktion von RhcR als 
Transkriptionsaktivator der rhc-Gene hin. 
 
Abbildung 26 Southern-Blot zur Überprüfung der Gendeletion von rhcR und Wachstum der ΔrhcR 
Mutante von H. volcanii auf 20 mM Rhamnose. (A) Southern-Blot mit restriktionshydrolysierter DNA aus 
dem Wildtyp (wt) und aus der Deletionsmutante ΔrhcR. (B) Dargestellt ist das Wachstum von ΔrhcR (●) im 
Vergleich zum Wildtyp (■) und zur ΔrhcR Mutante die mit rhcR in trans komplementiert wurde (▲). Die 




RhcR aktiviert die Transkription der rhc-Genen. Um eine Funktion von RhcR als 
Transkriptionsaktivator der rhc-Gene zu prüfen, wurde die Transkription von rhc-Genen in der 
ΔrhcR Mutante im Vergleich zum Wildtyp untersucht. Zur Gewinnung von Zellmasse für die 
Transkriptionsanalysen wurde der Wildtyp und der ΔrhcR Stamm in Medium mit 5 mM Glucose 
als Energie- und Kohlenstoffquelle bis zur stationären Phase angezogen (OD600 ≈ 1). Beim 
Erreichen der stationären Phase wurde die Transkription der rhc-Gene durch die Zugabe von 5 
mM Rhamnose zu den Kulturen induziert. Vor Zugabe von Rhamnose sowie 2 Stunden nach 
Zugabe wurde die Bildung von Transkripten der rhc-Gene mittels RT-PCR oder Northern-Blots 
analysiert. In Glucose-gewachsenen Zellen des Wildtyps und der ΔrhcR Mutante wurden keine 
Transkripte von rhc-Genen nachgewiesen. Nach Induktion mit Rhamnose zeigte sich im Wildtyp 
die Bildung von Transkripten der rhc-Gene (Abbildung 27).  
 
Abbildung 27 Transkriptionsanalysen der rhc-Gene in H. volcanii (wt), der Deletionsmutante von rhcR 
(ΔrhcR) und der in trans komplementierten Deletionsmutante. Die Zellen wurden auf 5 mM Glucose 
gezüchtet und beim Erreichen der stationären Phase 5 mM Rhamnose zu den Kulturen gegeben. Die Bildung 
von Transkripten der rhc-Gene wurde 2 Stunden nach Rhamnose-Zugabe in Zellen des Wildtyps (wt), der ∆rhcR 
Mutante (∆rhcR) und der komplementierten Deletionsmutante (∆rhcR + rhcR) analysiert. Die Transkripte von 
rhcB, rhcD, rhcE und rhcG wurden mittels Northern-Blot nachgewiesen, wobei die 16S rRNA zur Kontrolle der 
gleichmäßigen Beladung des Gels mit RNA diente. Die Transkriptionsanalysen von rhcA (287 nt), rhcC (574 
nt), rhcF (389 nt) und rhcJ (303 nt) erfolgte mittels RT-PCR und spezifischen Primern. Die Größe der jeweiligen 
PCR-Produkte sind in den Klammern angegeben. Als Kontrolle wurde das konstitutiv exprimierte ribosomale 




Im Gegensatz dazu wurde in der ΔrhcR Mutante keine Transkription der rhc-Gene nachgewiesen 
(Abbildung 27). Um zu prüfen, ob die fehlende transkriptionelle Induktion der rhc-Gene nur auf 
die Deletion von rhcR zurückzuführen ist, wurde ΔrhcR mit rhcR in trans komplementiert und der 
Nachweis erbracht, dass in dem komplementierten Stamm die rhc-Gene nach Zugabe von 
Rhamnose transkribiert werden (Abbildung 27). Diese Ergebnisse zeigen, dass RhcR als 
Transkriptionsaktivator aller rhc-Gene des Rhamnose-Transports sowie des Diketo-Hydrolase 
Weges fungiert.  
RhcR wird nicht Rhamnose-spezifisch transkribiert. Die Transkription von rhcR wurde mittels 
RT-PCR Experimenten analysiert, wobei vergleichbare Transkriptmengen in Rhamnose-, 
Glucose- und Casaminosäure-gewachsenen Zellen nachgewiesen wurden (Abbildung 28). Damit 
scheint rhcR konstitutiv exprimiert zu werden, im Gegensatz zu den rhc-Genen der Rhamnose-
Aufnahme und des Rhamnose-Abbaus, für die eine Rhamnose-spezifische Transkription gezeigt 
wurde. 
 
Abbildung 28 Transkriptionsanalysen von rhcR aus H. volcanii. Die RT-PCR Experimente wurden mit 
DNase verdauter RNA aus Glucose (G)-, Rhamnose (Rh)- und Casaminosäuren-gewachsenen Zellen 
durchgeführt. Die Amplifikation von rhcR (Fragmentgröße 306 nt) aus cDNA erfolgt mit 24 und 26 PCR-Zyklen. 
Als Kontrolle wurde das konstitutiv exprimierte ribosomale Protein ribL (Fragmentgröße 337 nt) verwendet. 
5.2.1.3.2 KDR ist ein Signalmolekül von RhcR 
Die bisherigen Ergebnisse sprechen dafür, dass ein Signalmolekül die Funktion von RhcR als 
Transkriptionsaktivator induziert. Deshalb wurde die Interaktion von RhcR mit möglichen 
Liganden in vitro mittels Temperatur Shift Assays untersucht. Dazu wurde RhcR in Ansätzen mit 
Rhamnose oder Intermediaten des Diketo-Hydrolase Weges versetzt und die Schmelzkurven von 
RhcR zwischen 25 °C und 95 °C aufgezeichnet (Tabelle 10). Die Zugabe von KDR führte zu 
einem Anstieg der Schmelztemperatur von RhcR um ca. 3 °C. Hingegen konnte mit L-Rhamnose, 
L-Rhamnono-δ-Lacton und L-Rhamnonat kein Anstieg der Schmelztemperatur nachgewiesen 




erhöhte ebenfalls nicht die Schmelztemperatur von RhcR. Diese Daten deuten darauf hin, dass 
KDR spezifisch mit RhcR interagiert.  
Tabelle 10 Schmelztemperatur von RhcR in Abhängigkeit von potentiellen Liganden. Die Temperatur Shift 
Assays wurden mit 1 µM RhcR und 1 mM der potenziellen Liganden von RhcR durchgeführt. Die 
Schmelztemperatur (Tm) von RhcR ohne Ligand wurde mit 37,5 ± 0,1 °C bestimmt. ΔTm gibt die Verschiebung 







Außerdem wurde in in vivo Analysen geprüft, ob die Transkription der rhc-Gene abhängig von 
KDR ist. Dazu wurde die Transkriptbildung in der RAD-Deletionsmutante (ΔrhcD) untersucht, 
in der kein KDR gebildet wird und mit dem Wildtyp verglichen. Der Wildtyp und der ΔrhcD 
Stamm wurden zunächst mit 5 mM Glucose gezüchtet, beim Erreichen der stationären Phase die 
Transkription der rhc-Gene durch Zugabe von 5 mM Rhamnose induziert und nach zwei Stunden 
die Transkription von rhc-Genen mittels Northern-Blot Analysen untersucht. Anders als im 
Wildtyp, konnte dabei in der ΔrhcD Mutante keine Transkriptbildung von rhcA, rhcB, rhcC und 
rhcF, den kodierenden Genen der Rhamnose Mutarotase, Rhamnose Dehydrogenase, 
Rhamnonolactonase und 2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase, sowie von rhcJ, dem 
kodierenden Gen der Nukleotidbindedomäne des ABC-Transporters, nachgewiesen werden 
(Abbildung 29). In der KDRDH-Deletionsmutante (ΔrhcE), in der KDR akkumuliert und die 
Bildung von DKDR verhindert wird, wurden die rhc-Gene hingegen transkribiert (Abbildung 29). 




Ligand ΔTm (°C) 
L-Rhamnose + 0,7 ± 0,15 
L-Rhamnono-δ-Lacton + 0,1 ± 0,06 
L-Rhamnonat  0,0 ± 0,02 
2-Keto-3-Desoxy-L-Rhamnonat + 3,2 ± 0,12 





Abbildung 29 Transkriptionsanalysen der rhc-Gene in H. volcanii (wt) sowie in den Deletionsmutanten 
von rhcD und rhcE. Die Zellen des Wildtyps (wt) sowie der ∆rhcD und ∆rhcE Mutante wurden auf Glucose 
angezogen und beim Erreichen der stationären Phase 5 mM Rhamnose zu den Kulturen gegeben. Die 
Transkription von rhcA, rhcB, rhcC, rhcF und rhcJ wurde zwei Stunden nach Rhamnose-Zugabe mittels 
Northern-Blot Analysen untersucht. Die 16S rRNA diente zur Kontrolle der gleichmäßigen Beladung mit RNA.  
Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass RhcR der Transkriptionsaktivator der rhc-Gene 
des Rhamnose-spezifischen ABC-Transporters und der Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges ist. 





5.2.1.4 Lactate utilization proteins sind am Rhamnose-Abbau beteiligt 
Rhamnose wird von H. volcanii über den Diketo-Hydrolase Weg zu den Produkten Pyruvat, ein 
zentrales Intermediat des Stoffwechsels, und L-Lactat abgebaut. Die Umsetzung von L-Lactat als 
Produkt des Diketo-Hydrolase Weges ist bisher nicht aufgeklärt. Im Genom von H. volcanii 
wurden zwei Gene identifiziert, lutB (HVO_1692) und lutC (HVO_1693), die für Proteine mit 
einer hohen Sequenzähnlichkeit zu Untereinheiten der lactate utilization proteins (Lud-Proteine) 
kodieren. Lud-Proteine sind für wenige Bacteria wie Bacillus subtilis beschrieben und 
katalysieren vermutlich die Oxidation von L-Lactat zu Pyruvat (Chai et al., 2009). Um zu prüfen, 
ob die lut-Gene aus H. volcanii am Rhamnose-Abbau beteiligt sind, wurden lutB und lutC 
chromosomal deletiert, die erfolgreiche Deletion mittels Southern-Blot verifiziert und das 
Wachstum der Doppelmutante auf Rhamnose mit dem des Wildtyps verglichen (Abbildung 30A). 
Im Vergleich zum Wildtyp zeigte die Deletionsmutante ein vermindertes Wachstum mit einer 
deutlich reduzierten Verdopplungszeit und erreichte eine geringere Dichte (Abbildung 30A). Eine 
in trans Komplementation der Doppelmutante mit lutBC konnte das Wachstum auf Rhamnose 
wieder vollständig herstellen.  
 
Abbildung 30 Wachstum einer ∆lutBC Mutante auf 20 mM Rhamnose und Transkription der lut-Gene 
aus H. volcanii. (A) Wachstum  der ∆lutBC Mutante (●) im Vergleich zum Wildtyp (■) und des mit lutBC 
komplementierten ∆lutBC-Stammes (▲). Die Vorkulturen wurden in Medium mit 1 % Casaminosäuren 
angezogen. Das Wachstum der ΔlutBC-Mutante auf Glucose war im Vergleich zum Wildtyp nicht verändert. (B) 
Northern-Blot Analysen mit RNA aus Glucose (G)- und Rhamnose (Rh)-gewachsenen Zellen. Die verwendete 




Diese Daten deuten darauf hin, dass die Lud-Proteine aus H. volcanii am Rhamnose-Abbau 
beteiligt sind, wobei sie vermutlich die Oxidation von L-Lactat zu Pyruvat katalysieren. Weiterhin 
wurde die Transkription der lut-Gene aus H. volcanii mittels Northern-Blot Analysen und einer 
spezifischen Sonde gegen lutC untersucht. Es wurden vergleichbare Transkriptmengen in 
Rhamnose- und Glucose gewachsenen Zellen nachgewiesen, wobei die Transkriptgröße von 2704 
Nukleotiden der Länge eines Cotranskripts aus lutB und lutC entspricht (2706 Nukleotide, 





5.2.2 Abbau von Rhamnose in hyperthermophilen Crenarchaeota  
Neben H. volcanii sind Gene eines Diketo-Hydrolase Weges in der Domäne der Archaea bisher 
nur für das thermoacidophile Euryarchaeon Thermoplasma acidophilum postuliert (Kim et al., 
2012). In der vorliegenden Arbeit wurden Genomanalysen durchgeführt, um zu prüfen, ob weitere 
Archaea Gene eines Diketo-Hydrolase Weges für den Abbau von Rhamnose aufweisen. Dabei 
wurden die putativen Gene eines Diketo-Hydrolase Weges in den Genomen zweier 
hyperthermophiler Crenarchaeota der Ordnung Thermoproteales identifiziert, in Vulcanisaeta 
distributa und in Caldivirga maquilingensis (Abbildung 31). Neben Organismen der 
Thermoproteales wurden auch in den Genomen einiger Vertreter der Ordnung Sulfolobales, zum 
Beispiel in Sulfolobus solfataricus und Sulfolobus islandicus, homologe Gene eines Diketo-
Hydrolase Weges nachgewiesen (Abbildung 31). Das spricht dafür, dass diese Archaea ebenfalls 
den Diketo-Hydrolase Weg für den Abbau von Rhamnose verwenden. Außerdem konnten in den 
Genomen der genannten Archaea Gene identifiziert werden, die für Homologe zu Lud-Proteinen 






Abbildung 31 Putative Gene des Rhamnose-Abbaus über einen Diketo-Hydrolase Weg in 
hyperthermophilen Crenarchaeoat. Homologe Gene sind in derselben Farbe dargestellt: Rhamnose 
Dehydrogenase (orange), Rhamnonolactonase (lila), Rhamnonat Dehydratase (grün), 2-Keto-3-
Desoxyrhamnonat Dehydrogenase (blau), 2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase (rot) und Lud-Proteine 
(gelb). 
Im Folgenden werden Untersuchungen in den Crenarchaeota S. solfataricus und V. moutnovskia 
beschrieben, deren Ergebnisse auf eine Beteiligung des Diketo-Hydrolase Weges am Rhamnose-
Abbau in diesen Organismen hindeuten. Dabei wurden Wachstumsversuche mit S. solfataricus 
auf Rhamnose durchgeführt und einzelne Gene transkriptionell untersucht. Außerdem wurden 
einzelne Enzyme des Rhamnose-Abbaus aus S. solfataricus und V. moutnovskia biochemisch 
analysiert. 
Sulfolobales 
SSOxxxx                      1300                   1303                  1345               2717                   2773                      3130     3131                   
Sulfolobus solfataricus 
Sulfolobus islandicus 
SIRE_RSxxxxx      02765                   02880        02875                         10775    10770                 12140               12555 
Thermoproteales 
Vdis_xxxx                     0969                1457          1458              1459              1460                   1722                        2149                         
Vulcanisaeta distributa 
Cmaq_xxxx                  0101                  0173         0174                       0334                       0350                 1175      1176                     
Caldivirga maquilingensis 




5.2.2.1 Der Diketo-Hydrolase Weg in Sulfolobus solfataricus und Vulcanisaeta distributa 
Abbau von L-Rhamnose in Sulfolobus solfataricus 
S. solfataricus wurde bei 72 °C in Medium mit 0,75 g/l Hefeextrakt und 10 mM Rhamnose als 
C-Quelle gezüchtet. Die Zellen wuchsen mit einer Verdopplungszeit von 18,5 h bis zu einer 
maximalen optischen Dichte bei 600 nm von etwa 1,7 (Abbildung 32). Während des Wachstums 
wurde die Rhamnose vollständig verbraucht. In Abwesenheit von Rhamnose wuchs der 
Organismus auf dem Hefehintergrund des Mediums nur bis zu einer optischen Dichte von 0, 51 
(Abbildung 32). 
 
Abbildung 32 Wachstum von S. solfataricus in Medium mit 0,75 g/l Hefeextrakt und 10 mM Rhamnose. 
Dargestellt ist das Wachstum von S. solfataricus auf 10 mM Rhamnose (■) und die Rhamnose-Abnahme über 
die Zeit (□). Als Kontrolle wurden Zellen in Medium ohne Rhamnose kultiviert (). Die Vorkulturen wurden in 
Medium mit 0,75 g/l Hefeextrakt gezogen. Das Passagieren von S. solfataricus auf Rhamnose war nicht möglich.  
Es wurde untersucht, ob während des Wachstums auf Rhamnose eine Rhamnose Dehydrogenase 
als erstes Enzym eines oxidativen Rhamnose-Abbauweges induziert ist. Dazu wurde die RDH-
Aktivität in Rhamnose-gewachsenen Zellen bestimmt und mit der in Glucose-gewachsenen Zellen 
verglichen. Die RDH-Aktivität war in Rhamnose-gewachsenen Zellen 15-fach induzierte (87 
mU/mg), was dafürspricht, dass S. solfataricus einen oxidativen Weg für den Abbau von 
Rhamnose verwendet.  
Um einen ersten Hinweis zu erhalten, ob das kodierende Gen der putativen RDH, SSO1300, am 
Rhamnose-Abbau beteiligt ist, wurde dessen Transkription in Rhamnose und Glucose 
gewachsenen Zellen mittels Northern-Blot Analysen untersucht. Es wurde ein spezifisches Signal 




mit der Länge des Genes SSO1300 (1050 Nukleotide) übereinstimmt (Abbildung 33). In 
genomischer Nähe zu SSO1300 ist der ORF SSO1303 als kodierendes Gen einer RAD annotiert 
(Abbildung 31). Northern-Blot Analysen ergaben, dass SSO1303 bei Wachstum auf Rhamnose 
ebenfalls transkribiert wird, wobei die Transkriptgröße von 1189 Nukleotiden der Gengröße von 
SSO1303 (1152 Nukleotide) entspricht (Abbildung 33). In Glucose gewachsenen Zellen konnten 
hingegen keine Transkripte von SSO1300 und SSO1303 nachgewiesen werden. Die Rhamnose-
spezifische Transkription deutet auf eine Beteiligung von SSO1300 und SSO1303 am Rhamnose-
Abbau in S. solfataricus hin. 
 
Abbildung 33 Transkription der Gene SSO1300 und SSO1303, die für RDH und RAD aus S. solfataricus 
kodieren. Abgebildet ist ein Northern-Blot mit RNA aus Zellen, die auf Glucose (G)- oder Rhamnose (Rh)-
gewachsen waren. Die verwendeten Sonden waren spezifisch für SSO1300 (links) und SSO1303 (rechts). Die 
Markierungen an der linken Seite entsprechen dem Größenstandard. Die gleichmäßige Beladung mit RNA wurde 
mit Hilfe der 16S rRNA abgeschätzt.  
Die putative RDH aus S. solfataricus wurde außerdem als rekombinantes Enzym biochemisch 
analysiert (Tabelle 10). Dazu wurde das Gen SSO1300 in den Vektor pET19b kloniert und das 
rekombinante Protein in E. coli Rosetta (DE3)pLysS überexprimiert. Anschließend wurde die 
RDH mittels Hitzefällung, Nickel-Affinitätschromatographie und Größenausschluss-
chromatographie als homotetrameres Enzym mit einem apparenten Molekulargewicht von 144,7 
kDa gereinigt. Die RDH katalysierte die NADP+-abhängige Oxidation von L-Rhamnose mit einer 
spezifischen Aktivität von 21,1 U/mg und einem Km-Wert von 0,2 mM für Rhamnose (Abbildung 
35). Das Enzym katalysierte auch die NADP+-abhängige Oxidation von L-Fucose und D-






Abbildung 34 Abhängigkeit der Reaktionsgeschwindigkeit der RDH aus S. solfataricus von der 
Konzentration an Rhamnose. 
Tabelle 10 Molekulare und kinetische Eigenschaften der rekombinanten Enzyme des Rhamnose-Abbaus 
aus Sulfolobus solfataricus und Vulcanisaeta distributa. Die kinetischen Eigenschaften wurden bei 72 °C 
bestimmt. N.b., nicht bestimmt; a gemessen mit 0,5 mM KDR und 5 mM NAD+. 
 
 S. solfataricus   V. distributa 
Eigenschaften  RDH   RDH RAD KDRDH 
Holoenzym (kDa)  144,7   128,9 N.b. 131,4 
Apparente molekulare Masse 
der Untereinheit (kDa) 
 40,3   36,1 45,6 37,6 
Kalkulierte molekulare Masse 
der Untereinheit (kDa) 
 37,9   37,9 43,9 37,2 
Oligomerisierung  α4   α4 N.b. α4 
Spezifische Aktivität (U/mg)  21,1   104 0,98 0,22a 
Apparenter Km (mM)  0.2 
(Rhamnose) 











Abbau von L-Rhamnose in Vulcanisaeta distributa  
Die kodierenden Gene der hypothetischen RDH, RAD und KDRDH aus V. distributa wurden in 
Vektoren der pET-Serie kloniert, in E. coli Rosetta (DE3)pLysS überexprimiert und die 
rekombinanten Enzyme nach säulenchromatographischer Reinigung im Hinblick auf ihre 
kinetischen Eigenschaften untersucht (Tabelle 10). 
Rhamnose Dehydrogenase. Für die RDH wurde ein natives Molekulargewicht von 128,9 kDa 
bestimmt und die Größe einer Untereinheit beträgt 37,9 kDa, was auf einen homotetrameren 
Aufbau des Enzyms hindeutet. Das Enzym katalysierte die NAD+-abhängige Oxidation von L-
Rhamnose mit einem Vmax-Wert von 104 U/mg. Für Rhamnose wurde ein apparenter Km-Wert 
von 1,1 mM und für NAD+ von 3,2 mM ermittelt (Abbildung 35). Mit dem Desoxy-Zucker L-
Fucose, den Hexosen D-Glucose, D-Fructose und D-Galactose und den Pentosen D-Arabinose, 
D-Xylose und D-Ribose zeigte das Enzym keine Aktivität.  
 
Abbildung 35 Abhängigkeit der Enzymaktivität der RDH aus V. distributa von der Konzentration an 








Rhamnonat Dehydratase. Die RAD katalysierte die Dehydratisierung von L-Rhamnonat zu 
KDR mit apparenten Vmax- und Km-Werten für Rhamnonat von 0,98 U/mg und 1,2 mM 
(Abbildung 36). Das Enzym zeigte keine Aktivität mit den Zuckersäuren D-Gluconat, D-
Galactonat, D-Xylonat, D-Arabinonat und D-Ribonat.  
 
Abbildung 36 Spezifische Aktivität der RAD aus V. distributa in Abhängigkeit von der Konzentration an 
L-Rhamnonat.  
KDR Dehydrogenase. Die KDRDH aus V. distributa wurde als homotetrameres Enzym mit 
einem denaturierten Molekulargewicht von 131,4 kDa gereinigt. Die Aktivität des Enzyms wurde 
in Ansätzen mit 0,5 mM KDR untersucht. Die KDRDH katalysierte die NAD+-abhängige 
Oxidation von KDR mit einer spezifischen Aktivität von 0,22 U/mg.  
Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass die hyperthermophilen Crenarchaeota 
S. solfataricus und V. moutnovskia Rhamnose vermutlich über einen Diketo-Hydrolase Weg zu 
Pyruvat und Lactat abbauen. So verfügen beide Organismen über katalytisch aktive Enzyme eines 
Diketo-Hydrolase Weges. Außerdem wurde für S. solfataricus gezeigt, dass der Organismus 
mitRhamnose als Energie- und Kohlenstoffquelle wächst und dass dabei einzelne Gene des 





Im Folgenden werden zunächst die Ergebnisse zur allosterischen Regulation von archaeellen 
Pyruvat Kinasen und im Anschluss die erzielten Daten über den Abbau von Rhamnose in 
halophilen sowie hyperthermophilen Archaea diskutiert.  
6.1 Pyruvat Kinasen aus Archaea 
6.1.1 Allosterische Regulation 
Ausgangspunkt dieser Arbeit war, dass für die PK aus P. aerophilum, einem Vertreter der 
Thermoproteales, eine allosterische Aktivierung mit dem neuartigen Effektor 3-Phosphoglycerat 
(3PG) nachgewiesen wurde (Solomons et al., 2013). Außerdem wurde ein Modell für die Bindung 
von 3PG im allosterischen Zentrum aufgestellt und für fünf Aminosäuren eine Beteiligung an der 
3PG-Bindung gezeigt (Solomons et al., 2013).  
Sequenzanalysen dieser Arbeit ergaben, dass auch die PKs aus weiteren Vertretern der Ordnung 
Thermoproteales, aus P. islandicum, T. uzoniensis und C. maquilingensis, alle fünf Reste für eine 
3PG-Bindung aufweisen und mit Hilfe biochemischer Analysen wurde die allosterische 
Aktivierung dieser PKs mit 3PG nachgewiesen. Außerdem wurde für diese Enzyme mittels 
ortsspezifischer Mutageneseexperimente die Beteiligung der konservierten Reste an der 3PG-
Bindung bestätigt. Hingegen wurden die PKs aus V. moutnovksia, ein weiterer Organismus der 
Thermoproteales, und aus dem Aigarchaeon Cand. C. subterraneum, ein naher Verwandter der 
Thermoproteales, nicht mit 3PG allosterisch aktiviert, was in Übereinstimmung mit dem Fehlen 
einzelner Reste für die 3PG-Bindung ist. Damit ergab sich, dass ein vollständiges Bindemotiv aus 
fünf konservierten Aminosäuren eine Voraussetzung für die 3PG-Aktivierung von PKs ist. 
Weiterhin wurden in dieser Arbeit die PKs aus dem Korarchaeon Cand. K. cryptofilum und den 
hyperthermophilen Euryarchaeota P. furiosus und T. kodakarensis auf ihre allosterische 
Regulierbarkeit untersucht und gezeigt, dass diese Enzyme weder mit 3PG noch mit 
Zuckerphosphaten allosterisch aktiviert werden. Für die PKs aus zwei hyperthermophilen, 
methanogenen Archaea der Methanococcales, aus M. jannaschii und M. villosus, konnte 
überraschenderweise eine allosterische Regulierbarkeit mit AMP, dem klassischen Effektor der 
PKs aus Bacteria, nachgewiesen werden. Dagegen zeigten die PKs aus den mesophilen 
methanogenen Archaea M. maripaludis und M. acetivorans keinen allosterischen Effekt mit AMP. 
In Untersuchungen der Arbeitsgruppe Schönheit konnte gezeigt werden, dass die PKs aus den 
mesophilen methanogenen Archaea Methanosarcina mazei und Methanospirillum hungatei 




allosterischen Regulierbarkeit mit AMP innerhalb der methanogenen Archaea auf 
hyperthermophile Organismen der Ordnung Methanococcus zu beschränken. Neuere 
Untersuchungen ergaben, dass neben den PKs aus hyperthermophilen methanogenen Archaea 
auch die PKs aus den beiden halophilen Euryarchaeota H. volcanii und Haloarcula marismortui 
eine allosterische Aktivierung mit AMP aufweisen (Arbeitsgruppe Schönheit). Neben den 
genannten archaeellen PKs wurden bisher auch die PKs aus den hyperthermophilen Archaea A. 
pernix und D. kamchatkensis aus der Ordnung der Desulfurococcales sowie die PKs aus den 
thermoacidophilen Archaea P. torridus, S. solfataricus und T. acidophilum untersucht und gezeigt, 
dass diese weder mit 3PG noch mit FBP oder AMP allosterisch aktiviert werden (Johnsen et al., 
2003)(AG Schönheit). 
6.1.2 Sequenzanalysen von 3PG-, FBP- und AMP-aktivierten PKs 
Phylogenetische Verwandtschaft von allosterisch aktivierten PKs 
In Zusammenarbeit mit Giddy Landan und Fernando Tria (Arbeitsgruppe Dagan) wurden die in 
dieser Arbeit untersuchten PKs mit weiteren PKs auf ihre phylogenetische Verwandtschaft hin 
untersucht, um die Evolution der allosterischen Regulierbarkeit von PKs näher zu verstehen. Dazu 
wurde ein phylogenetischer Baum mit den Sequenzen von 3PG-, FBP- und AMP-aktivierten PKs 
aus Eukarya, Bacteria und Archaea erstellt (Abbildung 37). Der Stammbaum wurde mit Hilfe der 
Maximum-Likelihood Methode konstruiert und zeigt hohe Bootstrap-Werte, was für eine hohe 
Qualität spricht. Außerdem konnte mit Hilfe der kürzlich entwickelten minimal ancestor deviation 
(MAD) Methode die Wurzel des Baumes bestimmt werden (Tria et al., 2017). Die Auswertung 
des phylogenetischen Baumes lässt dabei folgende Schlussfolgerungen zu: 
1. In direkter Nähe zur Wurzel des Baumes befinden sich ausschließlich PKs aus 
hyperthermophilen Archaea und keine PKs aus Bacteria, weshalb PKs vermutlich in 
hyperthermophilen Archaea entstanden sind (Abbildung 37). LUCA, als letzter 
gemeinsamer Vorfahre von Archaea und Bacteria, hätte folglich keine PK besessen, was 
in Übereinstimmung mit der postulierten chemolithotrophen Lebensweise von LUCA ist 
(Weiss et al., 2016). Die PKs aus Bacteria stammen demnach von den PKs aus Archaea 
ab und wurden über einen lateralen Gentransfer in die Domäne der Bacteria übertragen.  
2. Der phylogenetische Baum bildet von der Wurzel ausgehend zwei distinkte Gruppen 
(Abbildung 37). In der Ausbildung dieser beiden Gruppen spiegeln sich zwei unabhängige 




Entwicklungslinie von 3PG-aktivierten PKs dar und umfasst die 3PG-aktivierten PKs aus 
Thermoproteales sowie die nicht-regulierten PKs aus Desulfurococcales und Cand. C. 
subterraneum. Die allosterische Regulation mit 3PG ist demnach in den PKs aus 
hyperthermophilen Crenarchaeota entstanden. Die zweite Gruppe spiegelt die 
Entwicklungslinie der allosterischen Regulation von PKs mit Zuckerphosphaten (FBP und 
AMP) wider. Zu dieser Gruppe gehören neben den nicht-allosterisch regulierten PKs aus 
thermoacidophilen sowie aus mesophilen methanogenen Archaea auch die AMP-
aktivierten PKs aus hyperthermophilen methanogenen Archaea sowie die 
Zuckerphosphat-aktivierten PKs aus Bacteria und Eukarya. 
3. Die in dieser Arbeit charakterisierten AMP-aktivierten PKs aus Methanococcales bilden 
in der Entwicklungslinie der Zuckerphosphat-aktivierten PKs die tiefste Abzweigung 
allosterisch regulierter PKs (Abbildung 37). Das deutet auf eine Entstehung der 
allosterischen Regulation mit AMP in den PKs hyperthermophiler methanogener Archaea 
hin. Dabei stellen diese archaeellen AMP-aktivierten PKs vermutlich den Vorläufer der 
AMP-aktivierten PKs aus Bacteria dar und wurden über einen lateralen Gentransfer von 
Archaea in die Domäne der Bacteria übertragen. Interessanterweise befindet sich im 
phylogenetischen Baum die AMP-aktivierte PK aus dem hyperthermophilen Bakterium 
T. maritima in enger phylogenetischer Nähe zu den AMP-aktivierten PKs aus 
Methanococcales, was ein Hinweis für einen lateralen Gentransfer der PK von 
Methanococcales zu den Thermotogales ist. Ein lateraler Gentransfer von M. jannaschii 
zu T. maritima ist bereits für eine Vielzahl an Genen beschrieben (Nelson et al., 1999).  
4. Die AMP-regulierten PKs aus den Haloarchaea H. volcanii und H. marismortui befinden 
sich im Stammbaum in phylogenetischer Nähe zu den AMP-aktivierten PKs aus Bacteria, 
was ein Hinweis für einen lateralen Gentransfer dieser PKs aus Bacteria zu Haloarchaea 
ist (Abbildung 37). Diese Vermutung ist in Übereinstimmung mit bioinformatischen 
Analysen, die einen massiven horizontalen Gentransfer bakterieller Gene in die 
Haloarchaea postulieren (Nelson-Sathi et al., 2012). 
5. Die FBP-aktivierten PKs sowohl von Bacteria als auch von Eukarya entspringen aus 
einem gemeinsamen Ast innerhalb der AMP-aktivierten PKs aus Bacteria (Abbildung 37). 
Demnach haben sich die FBP-aktivierten PKs beider Domänen aus den AMP-aktivierten 
PKs der Bacteria entwickelt. Die Abstammung der eukaryotischen PKs von Bacteria ist in 
Übereinstimmung mit der Endosymbiontentheorie, wonach der Ursprung der 
eukaryotischen PKs auf einen endosymbiontischen Gentransfer aus dem Mitochondrium 





Abbildung 37 Phylogenetische Verwandtschaft von PKs aus Archaea, Bacteria und Eukarya. Der 
phylogenetische Baum wurde in Zusammenarbeit mit Giddy Landan und Fernando Tria (Arbeitsgruppe Dagan) 
mit der Maximum Likelihood Methode konstruiert und mit der minimal ancestor deviation Methode die Wurzel 
des Baumes bestimmt (Tria et al., 2017). Die Zahlen an den Ästen geben die Bootstrap-Werte an. Farbige Kästen 
illustrieren die allosterischen Effektoren der analysierten PKs: FBP in cyan, AMP in grün und 3PG in orange. 
Die Domänen-Zuordnung der Organismen ist durch farbige Artnamen dargestellt: Eukarya in grün, Bacteria in 
blau und Archaea in rot. LGT: Lateraler Gentransfer. UniProt-Nummern: Trypanosoma brucei (P30615), L. 
mexicana (Q27686), S. cerevisiae (P00549), Human M2 (P14618), Vibrio cholerae Isoenzym 1 (Q9KUN0), 
Vibrio cholerae Isoenzym 2 (Q9KQJ0), Yersinia enterocolitica Isoenzym 1 (A1JPB0), Yersinia enterocolitica 
Isoenzym 2 (A1JRG5), Salmonella typhimurium Isoenzym 1 (P77983), Salmonella typhimurium Isoenzym 2 
(Q8ZNW0), E. coli Isoenzym 1 (P0AD61), E. coli Isoenzym 2 (P21599), Lactobacillus bulgaricus (P34038), 
Streptococcus sanguinis (F2CE05), Streptococcus mutans (Q8DTX7), Lactococcus lactis (Q07637), 
Staphylococcus aureus (Q6GG09), Geobacillus stearothermophilus (Q02499), Bacillus licheniformis (P51181), 
Synechococcus PCC 6301 (A0A0H3K2W0), M. tuberculosis (P9WKE5), Paracoccus denitrificans (A1B4C4), 
Corynebacterium glutamicum (Q46078), T. maritima (Q9WY51), H. volcanii (D4GUB6), H. marismortui 
(Q5V4I8), T. kodakarensis (Q76I93), P. furiosus (Q8U1L8), M. acetivorans (Q8TJ98), M. mazei (Q8PYY4), 
Methanococcus vannielii (A6UQP9), M. maripaludis (Q6LWU9), M. jannaschii (Q57572), T. acidophilum 
(P32044), P. torridus (Q6L281), S. solfataricus (Q97ZD7), K. cryptofilum (B1L381), A. pernix (Q9YEU2), 
Desulfurococcus kamchatkensis (B8D638), T. uzoniensis (AG Schönheit, nicht veröffentlicht), Thermoproteus 
tenax (AG Schönheit, nicht veröffentlicht), P. aerophilum (Q8ZYE0), P. islandicum (A1RTJ5), C. 




Aminosäuresequenzvergleich von PKs  
Für einen weiteren Vergleich von unterschiedlich allosterisch aktivierten PKs, wurde ein 
Aminosäuresequenzvergleich mit der 3PG-aktivierten PK aus P. aerophilum, der AMP-
aktivierten PK aus M. jannaschii sowie mit ausgewählten FBP- und AMP- aktivierten PKs aus 
Bacteria und Eukarya durchgeführt (Abbildung 38). 
 
Abbildung 38 Aminosäuresequenzalignment von PKs aus Eukarya, Bacteria und Archaea. Die PK-
Konsensussequenz [LIVAC]-x-[LIVM](2)-[SPACV]-K-[LIV]-E-[NKRST]-x-[DEQHS]-[GSTA]-[LIVM] ist in 
allen PKs konserviert und durch einen Kasten gekennzeichnet. Die an der Katalyse beteiligten Aminosäuren der 
PK aus S. cerevisiae sind durch Kreise markiert (Jurica et al., 1998). Die an der Bindung des 6‘-Phosphates von 
FBP beteiligten Reste in der C-Domäne der PK aus S. cerevisiae sind mit Sternen markiert (Jurica et al., 1998). 
Die Einteilung der Proteindomänen erfolgte auf der Grundlage der Kristallstruktur der PK aus S. cerevisiae 




Kristallstrukturen von PKs aus Bacteria (M. tuberculosis), Eukarya, (S. cerevisiae) und Archaea 
(P. aerophilum) haben ergeben, dass jede PK-Untereinheit aus einer A-, B- und C-Domäne besteht 
und dass die PKs aus Eukarya zusätzlich eine N-terminale N-Domäne aufweisen (Jurica et al., 
1998, Solomons et al., 2013, Zhong et al., 2017). Die C-Domäne enthält dabei das allosterische 
Zentrum, wohingegen die A-Domäne das katalytische Zentrum trägt und die B-Domäne an der 
Katalyse beteiligt ist. Das Alignment verdeutlicht die hohe Sequenzähnlichkeit der A- und B-
Domänen (48-65 % Sequenzähnlichkeit; Abbildung 38). Anhand der Kristallstruktur der PK aus 
S. cerevisiae konnten innerhalb der A-Domäne eine Reihe von Aminosäuren identifiziert werden, 
die essentiell für die Katalyse sind (Jurica et al., 1998). Das Alignment zeigt, dass diese Reste in 
allen PKs konserviert sind, so auch in den PKs der Archaea (Abbildung 38). Im Gegensatz zu den 
A- und B-Domänen weisen die C-Domänen eine geringe Sequenzähnlichkeit auf (32-45 %). Das 
ist in Übereinstimmung mit der allosterischen Aktivierung der PKs durch unterschiedliche 
Effektoren. Interessanterweise ist jedoch in der C-Domäne aller PKs ein Cluster von Serin- und 
Threonin-Resten mit leichten Abweichungen konserviert, für den in den FBP-, AMP- bzw. 3PG- 
aktivierten PKs aus S. cerevisiae, M. tuberculosis bzw. P. aerophilum eine Beteiligung an der 
Bindung des 6‘-Phosphates von FBP, des 5‘-Phosphates von AMP bzw. des 3‘-Phosphates von 
3PG gezeigt wurde (Jurica et al., 1998, Solomons et al., 2013, Zhong et al., 2017)(Abbildung 38). 
Ein Vergleich der Kristallstrukturen der PKs aus S. cerevisiae, M. tuberculosis und P. aerophilum 
ergab, dass sich dieser Serin/Threonin-Cluster in seiner Position in den allosterischen Zentren der 
drei PKs überlagert (Abbildung 39). Somit scheinen PKs über eine homologe Phosphatbindestelle 
zu verfügen, die an der Bindung der Phosphatgruppen der unterschiedlichen Effektoren FBP, 
AMP bzw. 3PG beteiligt ist. Es kann spekuliert werden, dass diese Phosphatbindestelle der 
gemeinsame Ausgangspunkt für die Entwicklung der allosterischen Regulation von PKs durch die 
unterschiedlichen Effektoren war. Der Vergleich der allosterischen Zentren zeigt außerdem, dass 
in der PK aus P. aerophilum die Bindetasche für den Glyceratrest von 3PG eine gegenläufige 
Orientierung zur Bindetasche des Furanoserings der Zuckerphosphate AMP und FBP in den PKs 
aus S. cerevisiae und M. tuberculosis aufweist (Abbildung 39). Ein Grund für diese gegenläufige 
Orientierung könnte sein, dass in der PK aus P. aerophilum das für die 3PG-Bindung essentielle 
Tyrosin-428 den Bereich des allosterischen Zentrums blockiert, der in den PKs aus S. cerevisiae 
und M. tuberculosis den Furanosering von FBP bzw. AMP aufnimmt. Somit könnte der 
Tyrosinrest die Voraussetzung für die Entwicklung der 3PG-Bindetasche gewesen sein, indem 








Abbildung 39 Schematische Darstellung der Effektorbindetaschen in den allosterischen Zentren der PKs 
aus P. aerophilum, M. tuberculosis und S. cerevisia. Die Abbildung basiert auf einer Überlagerung der C-
Domänen der Kristallstrukturen der PKs aus P. aerophilum (gelb), M. tuberculosis (grün) und S. cerevisiae 
(cyan) und wurde von Christopher Davies angefertigt. Das Schema zeigt, dass sich in den drei PKs die 
Bindestelle für die Phosphatgruppe von 3PG, AMP bzw. FBP in ihrer Position überlagert. Dagegen weisen die 
Bindetasche für den Glyceratrest von 3PG und die Bindetasche für den Furanosering von FBP bzw. AMP eine 
gegenläufige Orientierung auf. Die gebundenen allosterischen Effektoren sind farbig dargestellt: FBP in cyan, 




6.1.3 Regulation der archaeellen Glykolyse  
In den klassischen EM-Wegen aus Bacteria und Eukarya stellen Enzyme die eine irreversible und 
energiekonservierende Reaktion katalysieren wichtige allosterische Kontrollpunkte zur 
Regulation der Geschwindigkeit dar (Abbildung 4). Zu diesen Enzymen gehören neben den 
Hexokinasen der Eukarya, insbesondere die ATP-abhängigen Phosphofructokinasen (PFKs) und 
PKs. Die PFKs der meisten Bacteria gehören zur PFK-A Familie und werden in der Regel mit 
ADP inhibiert und mit PEP aktiviert. Für PFKs aus Eukarya sind neben ADP und PEP weitere 
allosterische Effektoren, unter anderem der positive Effektor Fructose-2,6-Bisphosphat, 
beschrieben. Die allosterische Aktivierung von PKs erfolgt in der Regel über die Zuckerphosphate 
AMP oder FBP. FBP wird im oberen Teil der Glykolyse von der PFK irreversibel gebildet, 
wodurch eine Akkumulation und dadurch eine Funktion von FBP als allosterischer Aktivator der 
PKs über eine sogenannte feedforward Regulation ermöglicht wird. Im Gegensatz zu den 
klassischen glykolytischen Abbauwegen aus Bacteria und Eukarya, weisen die modifizierten EM-
Wege aus Archaea eine eingeschränkte allosterische Regulierbarkeit auf. So sind für Archaea 
ATP- und ADP-abhängige PFKs der PFK-B Familie sowie eine Pyrophosphat-abhängige PFK 
beschrieben, die, anders als die PFKs aus Bacteria und Eukarya, nicht mit ADP oder PEP 
allosterisch aktiviert werden (Siebers et al., 1998, Tuininga et al., 1999). Auch ergaben bisherige 
Untersuchungen mit archaeellen PKs, dass diese in der Regel nicht allosterisch aktiviert werden. 
Eine Ausnahme bilden die PKs aus Organismen der Ordnung Thermoproteales, die mit 3PG 
allosterisch aktiviert werden. Dadurch ergibt sich in den modifizierten EM-Wegen dieser Archaea 
ein allosterischer Kontrollpunkt.  
Der Grund, weshalb 3PG als allosterischer Aktivator der PKs aus Thermoproteales fungiert, 
könnte mit dessen irreversibler Bildung in den modifizierten EM-Wegen der Thermoproteales 
zusammenhängen (Abbildung 40). Während Eukarya und Bacteria GAP in zwei reversiblen 
Reaktionen über eine GAP-DH und eine Phosphoglycerat-Kinase zu 3PG umsetzen, erfolgt in den 
modifizierten EM-Wegen der Thermoproteales die Umsetzung von GAP zu 3PG in einer 
Reaktion. So bildet P. aerophilum 3PG über eine GAP-Ferredoxin-Oxidoreduktase (GAPOR) 
durch einstufige, irreversible Oxidation von GAP (Reher et al., 2007). T. tenax setzt GAP 
ebenfalls einstufig und irreversibel über eine nicht-phosphorylierende GAP-Dehydrogenase 
(GAPN) zu 3PG um (Brunner et al., 1998). Die irreversible Bildung ermöglicht dabei eine 
intrazelluläre Akkumulation von 3PG und damit eine Funktion als allosterischer Regulator. Diese 
koordinierte Regulation mit 3PG, als irreversibel gebildeter Effektor, ist vergleichbar mit der 
allosterischen Aktivierung von PKs aus Bacteria und Eukarya mit FBP, dem Produkt der 




dem unteren Teil des klassischen EM-Weges (Abbildung 40). Im Gegensatz dazu ermöglicht 3PG 
in den modifizierten EM-Wegen der Thermoproteales eine koordinierte Regulation des unteren 
Teiles der Stoffwechselwege auf Höhe von C3-Verbindungen (Abbildung 40). Die Bildung von 
3PG in einer irreversiblen Reaktion scheint jedoch nicht zwingend in einer allosterischen 
Regulation von PKs mit 3PG zu resultieren. So bilden auch die Vertreter der Thermococcales 
P. furiosus und T. kodakarensis 3PG irreversibel über eine GAPOR, die Analysen dieser Arbeit 
haben jedoch ergeben, dass diese Enzyme nicht mit 3PG allosterisch aktiviert werden. Somit 
scheint sowohl eine irreversible Bildung von 3PG als auch das Vorhandensein eines vollständigen 
3PG-Bindemotives die Voraussetzung für die allosterische Regulierbarkeit von PKs mit 3PG zu 
sein. 
 
Abbildung 40 Die modifizierten EM-Wege aus Thermoproteus und Pyrobaculum im Vergleich zum 
klassischen EM-Weg aus Saccharomyces und E. coli. Die 3PG-bildenden Reaktionen sind durch Kästen 
hervorgehoben. Abkürzungen: Glc-6-P, Glucose-6-Phosphat, F-6-P, Fructose-6-Phosphat; F-1,6-BP, Fructose-
1,6-Bisphosphat; GAP, Glycerinaldehyd-3-Phosphat; 1,3 BPG, 1,3-Bisphosphoglycerat; 3PG, 3-
Phosphoglycerat; 2PG, 2-Phosphoglycerat; PEP, Phosphoenolpyruvat; PFK, Phosphofructokinase; GAPN, 
nicht-phosphorylierende GAP-Dehydrogenase; GAPOR, GAP-Ferredoxin-Oxidoreduktase; GAP-DH, GAP-




6.2 L-Rhamnose-Katabolismus in Archaea 
6.2.1 Transport und Abbau von Rhamnose in H. volcanii 
In der vorliegenden Arbeit wurde im Genom von H. volcanii ein rhamnose catabolism Gencluster 
(rhc-Gencluster) identifiziert und gezeigt, dass dieser für einen Rhamnose-spezifischen ABC-
Transporter, für alle Enzyme des Abbaus von Rhamnose über einen Diketo-Hydrolase Weg sowie 
den Transkriptionsregulator RhcR kodiert, der alle rhc-Gene transkriptionell aktiviert. Zunächst 
sollen die Ergebnisse zum Rhamnose-Transport und -Abbau in H. volcanii sowie deren 
transkriptionelle Regulation diskutiert werden. Anschließend wird die Beteiligung von Lud-
Proteinen am Rhamnose-Abbau erörtern.  
6.2.1.1 Der ABC-Transporter der Rhamnose-Aufnahme 
Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass die Aufnahme von Rhamnose in H. volcanii über einen 
ATP-Binding-Cassette-Transporter (ABC-Transporter) erfolgt. Die Komponenten des 
Transporters werden von vier Genen kodiert, die im rhc-Gencluster liegen und die Rhamnose-
spezifisch transkribiert werden. Mit Hilfe einer Deletionsmutante des Substratbindeproteins 
wurde die funktionelle Beteiligung des ABC-Transporters an der Rhamnose-Aufnahme 
nachgewiesen.  
ABC-Transporter aus Archaea und Bacteria bestehen in der Regel aus fünf Domänen: einem 
extrazellulären Substratbindeprotein, zwei Transmembrandomänen (TMD) und zwei 
cytoplasmatischen Nukleotidbindedomänen (NBD). Innerhalb der Proteinfamilie der ABC-
Transporter katalysieren vorwiegend zwei Subfamilien die Aufnahme von Zuckern: die 
Carbohydrate Uptake Transporter (CUT)-1 und die CUT-2 Subfamilie (Schneider, 2001). Diese 
Subfamilien werden über ihre Domänenorganisation und ihre NBD klassifiziert (Schneider, 
2001). Der Rhamnose-spezifische ABC-Transporter aus H. volcanii weist die CUT1 typische 
Domänenorganisation aus einem extrazellulären Substratbindeprotein, einer heterodimeren TMD 
und einer homodimeren NBD auf. Um zu prüfen, ob auch die NBD des Rhamnose-ABC-
Transporters aus H. volcanii (RhcJ) die CUT1 typischen Aminosäuresequenzeigenschaften 
aufweist, wurde RhcJ mit charakterisierten NBD der CUT1 Subfamilie verglichen 
(Abbildung 41). Dabei wurde in der N-terminalen Domäne von RhcJ ein konserviertes Walker A 
und Walker B Motiv identifiziert. Diese Motive sind charakteristisch für verschiedene ATP-
hydrolysierende Enzyme wie F1-ATPasen, Tyrosin Kinasen und NBD und enthalten Reste, die 
an der Nukleotidbindung beteiligt sind (Walker et al., 1982). In der C-terminalen Domäne konnte 




R-P-E-[DH]) nachgewiesen werden. Damit kann der Rhamnose ABC-Transporter aus H. volcanii 
der CUT1 Subfamilie zugeordnet werden (Schneider, 2001). Für eine Vielzahl archaeeller 
Zuckertransporter ist ebenfalls eine Zugehörigkeit zur CUT1 Subfamilie gezeigt. So gehören die 
Disaccharid-Transporter aus Thermococcus litoralis und Pyrococcus furiosus der CUT1 
Subfamilie an (Koning et al., 2002, Xavier et al., 1996). Zur CUT1 Subfamilie gehören auch 
archaeelle Monosaccharid-Transporter wie der Glucose bzw. Arabinose Transporter aus S. 
solfataricus und der Xylose bzw. Arabinose Transporter aus H. volcanii (AG Schönheit) 
(Lubelska et al., 2006). In Bacteria erfolgt der Transport von Monosacchariden hingegen meist 
über ABC-Transporter der CUT2 Subfamilie (Schneider, 2001). So ist für die Aufnahme von 
Rhamnose in R. leguminosarum ein ABC-Transporter beschrieben, der, anders als der Rhamnose-
Transporter aus H. volcanii, zur CUT2 Subfamilie gehört (Richardson et al., 2004). Für einige γ-
Proteobacteria, zum Beispiel E. coli, ist eine Aufnahme von Rhamnose über einen 
Protonensymporter der Drug/Metabolite Transporter Superfamilie gezeigt (Muiry et al., 1993). 
 
Abbildung 41 Alignment der Nukleotidbindedomäne (NBD) des ABC-Transporters der Rhamnose-
Aufnahme aus H. volcanii (RhcJ) mit ausgewählten NBD der CUT1 Subfamilie von Archaea und Bacteria. 
Das Walker A Motiv (PDOC00017), das Walker B Motiv (hhhhD, h: hydrophobe Aminosäure) sowie die ABC-
Signatursequenz (LSGGQ[QRK]QR) und das für CUT1-Transporter spezifische Sequenzmotiv G-[IV]-R-P-E-
[DH] sind durch einen Rahmen markiert (Schneider, 2001). Haloferax volcanii RhcJ, D4GPB1; Thermococcus 
litoralis Trehalose/Maltose Transporter (TL_MalK), Q9YGA6; Sulfolobus solfataricus D-Glucose Transporter 




6.2.1.2 Phylogenetische Einordnung der Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges 
Alle Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges von H. volcanii, RhM, RDH, RNL, RAD, KDRDH 
und DKDRH, werden von dem rhc-Gencluster kodiert. Analysen dieser Arbeit ergaben, dass die 
Transkription dieser Gene bei Wachstum auf Rhamnose induziert ist, was auf eine Beteiligung am 
Rhamnose Abbau hindeutete. Bis auf die Rhamnose Mutarotase (RhM), konnte für alle Enzyme 
der Nachweis der funktionellen Beteiligung am Rhamnose-Abbau mit Hilfe der entsprechenden 
Deletionsmutanten in Wachstumsversuchen auf Rhamnose erbracht werden. Außerdem wurden 
die Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges homolog in H. volcanii überexprimiert, gereinigt und 
charakterisiert. Im Folgenden sollen die Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges aus H. volcanii mit 
beschriebenen Enzymen des Rhamnose-Abbaus aus Eukarya und Bacteria verglichen werden. 
Rhamnose Mutarotase. Die Rhamnose-spezifische Transkription der RhM aus H. volcanii deutet 
auf eine Beteiligung des Enzyms am Abbau von Rhamnose hin. Dagegen ergaben 
Wachstumsexperimente mit einer RhM Deletionsmutante auf Rhamnose, dass diese kein 
verändertes Wachstum im Vergleich zum Wildtyp zeigte. Eine Erklärung für das 
uneingeschränkte Wachstum der RhM Deletionsmutante auf Rhamnose könnte sein, dass die 
spontane Konfigurationsänderung der α- in die β-Konfiguration von Rhamnose schnell genug 
verläuft, um ein ungehindertes Wachstum der Mutante bei den gewählten Bedingungen zu 
ermöglichen. Basierend auf Sequenzanalysen wurde die RhM aus H. volcanii der Rhamnose-
Mutarotase Familie zugeordnet, zu der auch die bisher charakterisierten RhMs aus E. coli und R. 
leguminosarum gehören (Richardson et al., 2008, Ryu et al., 2005). In Abbildung 42 ist ein 
Aminosäure-Sequenzalignment der RhM aus H. volcanii mit den charakterisierten RhMs aus E. 
coli und R. leguminosarum dargestellt. Die vorhergesagte Sekundärstruktur der RhM aus H. 
volcanii ist in Übereinstimmung mit der Sekundärstruktur der RhM aus E. coli, die auf der 
Kristallstruktur basiert. Außerdem sind die für die RhM aus E coli identifizierten katalytischen 
Reste auch in der RhM aus H. volcanii konserviert. Das unterstützt die Annahme, dass die RhM 













Abbildung 42 Aminosäure-Sequenzalignment der RhM aus H. volcanii mit charakterisierten RhMs aus 
E. coli und R. leguminosarum. Die an der Katalyse beteiligten Histidin- und Tyrosin-Reste der RhM aus E. coli 
sind durch rote Sterne markiert. Die vorhergesagte Sekundärstruktur der RhM aus H. volcanii ist über der 
Sequenz und die Sekundärstruktur der RhM aus E. coli unter dem Alignment abgebildet (Ryu et al., 2005). 
Rhamnose Mutarotasen: Haloferax volcanii (HV_RhM, D4GPA6); Escherichia coli (EC_RhM, 1X8D); 
Rhizobium leguminosarum (RL_RhM, PDB: 2QLX). 
Rhamnose Dehydrogenase. Die RDH aus H. volcanii setzte neben L-Rhamnose mit deutlich 
geringerer katalytischer Effizienz auch L-Lyxose und L-Mannose um und war spezifisch für den 
Cofaktor NAD+. Bisher wurden die RDHs aus den Bacteria A. vinelandii, S. thermosulfidooxidans 
und Sphingomonas sp., den Pilzen S. stipitis und D. hansenii sowie dem Archaeon T. acidophilum 
charakterisiert (Bae et al., 2015, Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 
2008). Diese RDHs katalysieren ebenfalls die Oxidation von L-Rhamnose, L-Lyxose und L-
Mannose. Anders als die RDH aus H. volcanii, weisen die genannten RDHs aus Archaea, Bacteria 
und Eukarya eine ähnliche katalytische Effizienz für L-Rhamnose und L-Lyxose auf (Bae et al., 
2015, Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 2008). Eine Erklärung für 
die Aktivität von RDHs mit L-Lyxose und L-Mannose könnte sein, dass L-Rhamnose, L-Lyxose 
und L-Mannose die gleiche Konfiguration am C-2, C-3 und C-4 Atom aufweisen, was auf eine 
vergleichbare stereospezifische Substratbindung hindeutet. Die bisher charakterisierten RDHs 
unterscheiden sich in ihrer Spezifität für Pyridinnukleotide. Während die RDHs aus D. hansenii 
und S. stipitis spezifisch für NAD+ sind, bevorzugt die RDH aus T. acidophilum NADP+ und die 
RDHs aus Sphingomonas sp., A. vinelandii und S. thermosulfidooxidans weisen eine duale 
Cofaktor Spezifität auf (Bae et al., 2015, Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009, Watanabe 
et al., 2008).  
Die RDH aus H. volcanii konnte aufgrund von Sequenzanalysen der short-chain 
dehydrogenase/reductase (SDR) Superfamilie zugeordnet werden. In die SDR Superfamilie 
gehören NAD(P)(H)-abhängige Oxidoreduktasen, die eine große funktionale Diversität aufweisen 




volcanii gehört der klassischen SDRc Familie an und weist das für die Subfamilie indikative 
Cofaktor-bindende Sequenzmotiv (T-G-x-x-x-[AG]-x-G) auf (Kavanagh et al., 2008)(Abbildung 
43). Auch alle bisher charakterisierten RDHs aus Bacteria, Archaea und Eukarya gehören zur  
SDRc Subfamilie (Abbildung 49) (Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 
2008).  
 
Abbildung 43 Aminosäure-Sequenzalignment der RDH aus H. volcanii mit charakterisierten RDHs der 
SDRc-Familie aus Archaea, Bacteria und Eukarya. Das für SDRc-Enzyme indikative Cofaktor Bindemotiv 
(T-G-x-x-x-[AG]-x-G) ist durch einen Rahmen markiert. Die für alle SDR-Enzyme charakteristische SDR-
Konsensussequenz (Prosite: PDOC00060) ist durch einen schwarzen Rahmen hervorgehoben und die für die 
Katalyse essentiellen Aminosäuren Serin, Tyrosin und Lysin durch Sterne markiert (Persson et al., 2003). 
Rhamnose Dehydrogenasen: Haloferax volcanii (ADE01345), Thermoplasma acidophilum (AEN94562), 
Sphingomonas sp. (EAT09360), Sulfobacillus thermosulfidooxidans (A0A1W1WNU6), Azotobacter vinelandii 
(EAM07804), Schefferomyces stipitis (ABN68405), Debaryomyces hansenii (Q6BQZ7). 
Rhamnonolactonase. Die RNL aus H. volcanii zeigte eine hohe Spezifität für L-Rhamnono-δ-
Lacton. L-Rhamnono-γ-Lacton sowie weitere Zuckerlactone wurden nicht umgesetzt. Mit Hilfe 
von Sequenzanalysen wurde das Enzym der Amidohydrolase Superfamilie (AHS) zugeordnet 
(Seibert & Raushel, 2005). Proteine der AHS zeichnen sich durch eine einheitliche Proteinfaltung 
und eine metallabhängige Katalyse aus. Die Aminosäuresequenzähnlichkeit innerhalb der 
Proteinfamilie ist jedoch gering. Enzyme der AHS katalysieren eine Vielzahl an Reaktionen, wie 
die Hydrolyse von Amid- und Esterbindungen, die Deaminierung von Nukleinsäuren sowie 
Isomerisierungen und Hydratisierungen. Die RNL aus H. volcanii gehört innerhalb der AHS zu 
einer Gruppe von Enzymen (cog3618), deren Mitglieder vorwiegend die Hydrolyse von Lactonen 




multivorans und die L-Rhamnonolactonase aus D. hansenii gehören (Hobbs et al., 2013, 
Watanabe et al., 2008). Letztere bildet mit der RNL aus H. volcanii die einzigen bisher 
charakterisierten RNLs. Die putativen RNLs aus dem Pilz S. stipitis sowie aus den Bacteria 
Sphingomonas sp. und A. vinelandii gehören ebenfalls in diese Familie (Watanabe & Makino, 
2009, Watanabe et al., 2008). Für das Bakterium S. thermosulfidooxidans und das Archaeon 
T. acidophilum sind hingegen Rhamnonolactonasen postuliert, die zu der metallo-hydrolase-like 
MBL-fold Superfamilie gehören (Abbildung 49)(Bae et al., 2015, Kim et al., 2012).  
Neben der RNL aus H. volcanii gibt es bisher nur eine weitere charakterisierte Zucker Lactonase 
aus der Domäne der Archaea. So ist für H. volcanii eine Lactonase der SMP-
30/gluconolactonase/LRE like Protein Familie beschrieben, die am Abbau der Pentosen D-Xylose 
und L-Arabinose beteiligt ist (Sutter et al., 2017).  
Rhamnonat Dehydratase. Die RAD aus H. volcanii katalysierte die Dehydratisierung von L-
Rhamnonat zu KDR, wobei die Aktivität abhängig von divalenten Kationen war. Die RAD aus H. 
volcanii zeigt eine hohe Sequenzidentität zu den charakterisierten RADs des Aldolase bzw. des 
Diketo-Hydrolase Weges der Bacteria A. vinelandii, Sphingomonas sp. und 
S. thermosulfidooxidans sowie der Pilze D. hansenii und S. stipitis und dem Archaeon 
T. acidophilum (Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 2008). Die RAD 
aus H. volcanii zeigt auch eine hohe Sequenzidentität zu der charakterisierten RAD aus E. coli, 
deren physiologische Bedeutung bisher nicht bekannt ist (Rakus et al., 2008, Watanabe & Makino, 
2009). So baut E. coli Rhamnose ausschließlich über einen klassischen phosphorylierten Weg ab, 
an dem keine RAD beteiligt ist, verfügt jedoch über die Enzyme RAD und KDR Aldolase eines 
Aldolase Weges (Rea et al., 2008). Mit Hilfe bioinformatischer Analysen konnte die RAD aus H. 
volcanii der Enolase Superfamilie zugeordnet werden, zu der auch alle bisher charakterisierten 
RADs gehören. In diese Familie gehören auch eine Vielzahl an weiteren Zuckersäure 
Dehydratasen, wie zum Beispiel die Gluconat Dehydratasen, Xylonat Dehydratasen oder Fuconat 
Dehydratasen (FAD) sowie Mandelat Racemasen (MR) und die namensgebenden Enolasen. Eine 
phylogenetische Einordnung von Enzymen der Enolase Superfamilie ist in Abbildung 44 
dargestellt. Der phylogenetische Baum zeigt, dass die Enzyme der Enolase Superfamilie nach 
ihrer katalytischen Funktion clustern. So bildet die in dieser Arbeit identifizierte RAD aus H. 
volcanii zusammen mit charakterisierten RADs aus Archaea, Bacteria und Eukarya einen eigenen 
Cluster, der von den Clustern der Fuconat Dehydratasen, der Gluconat/Xylonat Dehydratasen 




zukünftig ermöglichen mittels bioinformatischer Sequenzanalysen eine Vorhersage über die 
katalytische Funktion von nicht-charakterisierten Enzymen der Enolase-Superfamilie zu treffen. 
 
Abbildung 44 Phylogenetische Verwandtschaft der RAD aus H. volcanii zu weiteren Zuckersäure 
Dehydratasen, MRs und Enolasen der Enolase Superfamilie (verändert nach Sutter et al., 2016). 
Rhamnonat Dehydratasen: Haloferax volcanii (D4GPB3), Thermoplasma acidophilum (Q9HK53), Picrophilus 
oshimae (A0A1W2G4V4), Sulfolobus solfataricus (Q97YL9), Vulcanisaeta distributa (E1QSX7), Caldivirga 
maquilingensis (A8MA91), Escherichia coli (P77215), Debaryomyces hansenii (Q6BQZ6), Scheffersomyces 
stipitis (A3LZU6), Sphingomonas sp. (Q1NEI8), Azotobacter vinelandii (C1DMY1); Fuconat Dehydratasen: 
Xanthomonas campestris (Q8P3K2), Xenopus laevis (Q6INX4), Homo sapiens (Q7L5Y1); Mandelat Racemasen 
(MR): Pseudomonas putida (P11444), Bradyrhizobium diazoefficiens (Q89D20), Paraburkholderia xenovorans 
(Q13JD6). Die Accession-Nummern der Gluconat/Xylonat Dehydratasen und Enolasen können aus Sutter et. 
al., (2016) entnommen werden.  
Eine weitere typische Eigenschaft von RADs ist das Vorhandensein einer erweiterten loop-
Struktur von ca. 50 Aminosäuren in der N-terminalen Domäne, welche in MRs, FADs sowie 
weiteren Enzymen der Enolase Superfamilie nicht vorhanden ist (Rakus et al., 2008). Ein 
Aminosäure-Sequenzalignment von ausgewählten RADs, FADs und MRs ist in Abbildung 45 






Abbildung 45 Ausschnitt des Alignments der RAD aus H. volcanii mit ausgewählten RADs, Fuconat 
Dehydratasen (FADs) und Mandelat Racemasen (MRs) der Enolase Superfamilie aus Archaea, Bacteria 
und Eukarya. Der RAD spezifische erweiterte loop von ca. 50 Aminosäuren ist im Alignment grau 
hervorgehoben und ist in den Aminosäuresequenzen der MRs und FADs nicht vorhanden. Rhamnonat 
Dehydratasen: Haloferax volcanii (HV_RAD, D4GPB3), Sulfolobus solfataricus (SSo_RAD, Q97YL9), 
Vulcanisaeta distributa (VD_RAD, E1QSX7), Escherichia coli (EC_RAD, P77215), Scheffersomyces stipitis 
(SSt_RAD, A3LZU6), Azotobacter vinelandii (AV_RAD, C1DMY1); Mandelat Racemasen (MR): 
Pseudomonas putida (PP_MT, P11444), Bradyrhizobium diazoefficiens (BD_MR, Q89D20); Fuconat 
Dehydratasen: Xanthomonas campestris (XC_FAD, Q8P3K2), Homo sapiens (HS_FAD, Q7L5Y1). 
KDR Dehydrogenase. Die KDRDH aus H. volcanii katalysierte die Oxidation von KDR zu 
DKDR mit NAD+ als Cofaktor. Analysen der Aminosäuresequenz ergaben, dass die KDRDH der 
medium-chain dehydrogenase/reductase (MDR) Superfamilie angehört (Persson et al., 2008). So 
weist die KDRDH das für Enzyme der MDR Superfamilie indikative Motiv (G-H-E-x-(EL)-G-
(AP)-x(4)-[GA]-x(2)-[IVSAC]) mit dem konservierten Histidinrest für die Bindung eines 
katalytischen Zinks auf. Neben der KDRDH aus H. volcanii sind bisher nur die KDRDHs aus den 
Bacteria Sphingomonas sp. und S. thermosulfidooxidans charakterisiert und beide Enzyme 
gehören unterschiedlichen Proteinfamilien an (Bae et al., 2015, Watanabe & Makino, 2009). So 
ist die KDRDH aus S. thermosulfidooxidans ein Mitglied der MDR Superfamilie, wohingegen die 
KDRDH aus Sphingomonas sp. der SDR Superfamilie angehört (Abbildung 49).  
DKDR Hydrolase. Die DKDRH aus H. volcanii wurde als homohexameres Enzym gereinigt und 
katalysierte die Spaltung von DKDR in Pyruvat und L-Lactat. Das Enzym zeigt eine hohe 
Aminosäuresequenzidentität zur charakterisierten DKDRH aus Sphingomonas sp. sowie zu den 
putativen DKDRHs aus S. thermosulfidooxidans und T. acidophilum (37 %) (Bae et al., 2015, 
Kim et al., 2012, Watanabe & Makino, 2009). Die DKDRH aus H. volcanii zeigt auch eine hohe 
Aminosäure-Sequenzidentität zur 2,4-Diketo-3-Desoxy-L-Fuconat Hydrolase (DKDFH) aus 
Xanthomonas campestris (36 %). Dieses Enzym katalysiert die Hydrolyse von 2,4-Diketo-3-
Desoxy-L-Fuconat zu Pyruvat und L-Lactat in einem oxidativen Fucose-Abbauweg, der dem 
Diketo-Hydrolase Weg ähnelt (Yew et al., 2006). Mittels Aminosäure-Sequenzanalysen konnte 




werden (Weiss et al., 2018a). Die FAH-Superfamilie umfasst Enzyme verschiedener 
Enzymklassen. So gehören zur FAH Superfamilie unter anderem viele Hydrolasen, wie zum 
Beispiel die genannten DKDRHs und DKDFHs des Desoxy-Zucker-Abbaus oder die 
namensgebenden Fumarylacetoacetat Hydrolasen (FAHs), die in Eukarya am Abbau von 
aromatischen Aminosäuren beteiligt sind (Bateman et al., 2001, Watanabe & Makino, 2009, Yew 
et al., 2006). In die FAH Superfamilie gehören auch die 2-Keto-3-Desoxy-Pentanoat 
Dehydratasen des Pentose-Abbaus der Archaea S. solfataricus und H. volcanii (Brouns et al., 
2008, Johnsen et al., 2013). Die meisten Enzyme der FAH Superfamilie weisen eine 
Oligomerisierung als Dimer oder Tetramer auf. Mit der DKDRH aus H. volcanii wurde erstmals 





6.2.1.3 Die transkriptionelle Regulation des Rhamnose-Abbaus 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde nachgewiesen, dass RhcR als Transkriptionsaktivator des 
Rhamnose-Abbaus von H. volcanii fungiert. Es konnte gezeigt werden, dass die Rhamnose-
spezifische Induktion der rhc-Gene nicht in einer Deletionsmutante von RhcR nachweisbar ist, 
was für eine Funktion von RhcR als Transkriptionsaktivator spricht. 
Bioinformatische Analysen haben ergeben, dass RhcR eine Homologie zu den 
Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie zeigt (Abbildung 46). So weist RhcR N-
terminal ein Helix-turn-Helix Motiv auf, welches typisch für eine DNA-Bindung von Regulatoren 
der IclR Proteinfamilie ist. C-terminal wurde eine IclR spezifische Effektorbindedomäne 
nachgewiesen, die für die Bindung eines Signalmoleküls verantwortlich sein könnte (Molina-
Henares et al., 2006). RhcR kann daher in die IclR Proteinfamilie eingeordnet werden. In diese 
Proteinfamilie gehören Transkriptions-aktivatoren und -repressoren aus Bacteria, wie zum 
Beispiel der putative Transkriptionsregulator des Xylulose-Metabolismus aus Thermotoga 
maritima oder der namensgebende Isocitrat-Lyase Regulator (IclR) aus E. coli, der als 
Transkriptionsrepressor der Gene des Glyoxylatzyklus fungiert (Gui et al., 1996, Zhang et al., 
2002). Regulatoren der IclR Proteinfamilie kommen neben Bacteria auch in halophilen Archaea 
wie H. volcanii vor. Im Genom von H. volcanii sind neben RhcR weitere 
Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie annotiert und für zwei dieser Regulatoren 
wurde ebenfalls eine Beteiligung am Zuckerstoffwechsel gezeigt. So ist XacR der 
Transkriptionsaktivator der Gene des D-Xylose- und L-Arabinose-Abbaus und DdcR aktiviert die 
Transkription der Gene des Galactose-Abbaus (Johnsen et al., 2015)(AG Schönheit). Damit 
scheinen Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie wichtige Aktivatoren des 
Zuckerstoffwechsels in H. volcanii zu sein. Interessanterweise kommen Transkriptionsregulatoren 
der IclR Proteinfamilie in der Domäne der Archaea ausschließlich in Haloarchaea vor. Deshalb 
wird diskutiert, dass diese Gene über einen horizontalen Gentransfer aus der Domäne der Bacteria 
aufgenommen wurden (Johnsen et al., 2015).  
Für viele Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie wurde gezeigt, dass diese als 
Repressor ihrer eigenen Synthese fungieren, wie zum Beispiel für das IclR aus E. coli (Gui et al., 
1996). Die Transkriptionsanalysen dieser Arbeit deuten darauf hin, dass RhcR aus H. volcanii 
konstitutiv transkribiert wird, was gegen eine Autoregulation des Transkriptionsregulators spricht. 
Im Rahmen dieser Arbeit wurde außerdem mittels in vitro und in vivo Analysen gezeigt, dass 
KDR, ein Intermediät des Rhamnose-Abbaus, als Signalmolekül von RhcR fungiert. KDR bindet 




Transkriptionsregulators an die Promotoren der rhc-Gene. Auch für andere 
Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie wurde gezeigt, dass die Bindung von 
Signalmolekülen die Affinität des Regulators zum Operator moduliert. So ist für das IclR aus E. 
coli gezeigt, dass Pyruvat bzw. Glyoxylat als Signalmoleküle in der Effektorbindedomäne binden 
und die Affinität des Regulators zum Operator erhöhen bzw. vermindern (Lorca et al., 2007).  
 
Abbildung 46 Aminosäure-Sequenzalignment von RhcR aus H. volcanii mit charakterisierten 
Transkriptionsregulatoren der IclR Proteinfamilie aus H. volcanii (XacR), E. coli (EC-IclR) und 
T. maritima (TM-IclR). Die vorhergesagte Sekundärstruktur von RhcR ist über der Sequenz und die 
Sekundärstruktur von TM-IclR unter dem Alignment abgebildet. Die zwei α-Helices des HTH DNA-
Bindemotivs sind blau markiert (IclR-type HTH, Aminosäuren 27-47, PS51077). Die IclR spezifische 
Effektorbindedomäne umfasst die Aminosäuren 81-280 (PS51078). Haloferax volcanii RhcR (HV-RhcR, 
D4GPB5), Haloferax volcanii XacR (HV-XacR, D4GP42), Escherichia coli (EC-IclR, P16528), Thermotoga 





Bisher gibt es nur wenige Informationen zur transkriptionellen Regulation der Gene des 
Rhamnose-Abbaus. In den Bacteria Sphingomons sp. und S. thermosulfidooxidans, die Rhamnose 
wie H. volcanii über einen Diketo-Hydrolase Weg abbauen, wurden bisher keine 
Transkriptionsregulatoren des Rhamnose-Katabolismus identifiziert. Für den Pilz P. pullulans, 
der Rhamnose oxidativ über einen Aldolase Weg abbaut, wurde in Wachstumsversuchen gezeigt, 
dass in Anwesenheit von D-Glucose der Abbau von L-Rhamnose als Folge einer 
Katabolitrepression reprimiert wird (Twerdochlib et al., 1994, Vieira et al., 1979). Die 
zugrundeliegende Regulation wurde dabei jedoch nicht aufgeklärt. Der Pilz A. niger baut 
Rhamnose ebenfalls über einen Aldolase Weg ab (Khosravi et al., 2017). RhaR wurde dabei als 
Transkriptionsaktivator der beteiligten Gene identifiziert und eine mögliche Funktion von KDR 
als Signalmolekül von RhaR postuliert (Khosravi et al., 2017). Anders als RhcR aus H. volcanii, 
dessen Funktion auch KDR-abhängig ist, gehört RhaR aus A. niger nicht der IclR Proteinfamilie 
an. Für den klassisch phosphorylierten Weg sind Transkriptionsregulatoren verschiedener 
Proteinfamilien beschrieben. So fungieren in E. coli die Regulatoren RhaR und RhaS der 
AraC/XylS Proteinfamilie simultan als Aktivatoren (Via et al 1996). In R. leguminosarum und B. 
subtilis wurden Repressoren der DeoR-Familie identifiziert (Hirooka et al., 2015, Richardson et 
al., 2004). Für B. subtilis wurde darüber hinaus gezeigt, dass L-Rhamnulose-1-Phosphat als 
Effektormolekül die Bindung des Transkriptionsregulators an den Operator reprimiert (Hirooka 




6.2.1.4 Lactate utilization proteins 
Der Abbau von Rhamnose in H. volcanii über den Diketo-Hydrolase Weg führt zu den Produkten 
Pyruvat und L-Lactat. Die Umsetzung von L-Lactat als Produkt des Diketo-Hydrolase Weges war 
bisher nicht aufgeklärt. Die Ergebnisse dieser Arbeit deuten darauf hin, dass das gebildete Lactat 
in H. volcanii von den L-lactate utilization proteins LudB und LudC zu Pyruvat oxidiert wird. Die 
kodierenden lut-Gene sind jedoch, anders als die übrigen Gene des Rhamnose-Abbaus von H. 
volcanii, nicht Teil des rhc-Genclusters und werden vermutlich konstitutiv transkribiert. Das 
spricht gegen eine transkriptionelle Regulation der lut-Gene durch RhcR, dem 
Transkriptionsaktivator der rhc-Gene. Auch konnte in dieser Arbeit erstmals gezeigt werden, dass 
in den Bacteria Sphingomonas sp. uns S. thermosulfidooxidans, die Rhamnose wie H. volcanii 
über einen Diketo-Hydrolase Weg abbauen, lut-Gene in direkter genomischer Nähe zu den Genen 
des Rhamnose-Abbaus vorliegen. Das deutet darauf hin, dass Lud-Proteine ebenfalls am 
Rhamnose-Abbau in diesen Organismen beteiligt sind. Damit scheinen Lud-Proteine in Bacteria 
und Archaea generell an der Umsetzung von L-Lactat, welches über den Diketo-Hydrolase Weg 
gebildet wird, beteiligt zu sein.  
Bisher sind Lud-Proteine nur für wenige Bacteria, zum Beispiel für Bacillus subtilis und 
Deinococcus radiodurans, untersucht (Chai et al., 2009, Hwang et al., 2013). Im Genom von 
B. subtilis kodiert das lutABC-Operon für die Proteine LutA, LutB und LutC für die in 
Wachstumsversuchen mit Deletionsmutanten eine essentielle Beteiligung am L-Lactat-Abbau 
gezeigt wurde (Chai et al., 2009). Es ist postuliert, dass diese drei Proteine zusammen die 
Oxidation von L-Lactat zu Pyruvat katalysieren (Chai et al., 2009). Somit sollte in zukünftigen 
Untersuchungen geprüft werden, ob Lud-Proteine auch am Lactat-Stoffwechsel von H. volcanii 





Zusammenfassung des Rhamnose-Abbaus in H. volcanii 
Die erzielten Ergebnisse dieser Arbeit zum Rhamnose-Abbau in H. volcanii sind in Abbildung 47 
zusammengefasst. Es wurde gezeigt, dass H. volcanii Rhamnose über einen ABC-Transporter der 
CUT1 Subfamilie in die Zelle aufnimmt und anschließend durch die Enzyme des Diketo- 
Hydrolase Weges zu Pyruvat und L-Lactat abbaut. Außerdem wurde der Transkriptionsaktivator 
RhcR identifiziert, der die rhc-Gene der Rhamnose-Aufnahme und des Rhamnose-Abbaus 
transkriptionell induziert. KDR, ein Intermediat des Rhamnose-Abbaus, fungiert dabei als 
Signalmolekül von RhcR. Weiterhin wurde nachgewiesen, dass die lactate utilization proteins 
LudB und LudC an der Umsetzung von L-Lactat, welches über den Diketo-Hydrolase Weg 
gebildet wird, beteiligt sind. 
 
Abbildung 47 Schematische Darstellung des L-Rhamnose-Katabolismus in H. volcanii. L-Rhamnose wird 
über einen ABC-Transporter in die Zelle transportiert, der aus einem Substratbindeprotein (SBP), zwei 
Transmembrandomänen (TMDs) und zwei Nukleotidbindedomänen (NBDs) besteht. Der oxidative Abbau von 
Rhamnose zu Pyruvat und L-Lactat erfolgt über die Enzyme L-Rhamnose Mutarotase (RhM), L-Rhamnose 
Dehydrogenase (RDH), L-Rhamnonolactonase (RNL), L-Rhamnonat Dehydratase (RAD), 2-Keto-3-Desoxy-L-
Rhamnonat Dehydrogenase (KDRDH) und 2,4-Diketo-3-Desoxy-L-Rhamnonat Hydrolase (DKDRH). Die 




6.2.2 Der Diketo-Hydrolase Weg in Haloarchaea und hyperthermophilen Crenarchaeota  
Die Gene des Rhamnose-Abbaus in H. volcanii liegen in einem Gencluster vor, welcher sich aus 
den Genen der Rhamnose-Aufnahme und des Rhamnose-Abbaus und dem Gen des 
Transkriptionsregulators RhcR zusammensetzt (Abbildung 48). Mittels bioinformatischer 
Sequenzanalysen konnten homologe Gene des Diketo-Hydrolase Weges auch in den Genomen 
weiterer Haloarchaea identifiziert werden, zum Beispiel in Halorubrum lipolyticum, Haloarcula 





Abbildung 48 Genomische Anordnung von Genen der Rhamnose-Aufnahme und des -Abbaus in 
H. volcanii im Vergleich zu homologen Genen aus Haloarchaea. Homologe Gene sind in derselben Farbe 
dargestellt: Rhamnose Mutarotase (RhM, olive), Rhamnose Dehydrogenase (RDH, orange), Rhamnonolactonase 
(RNL, lila), Rhamnonat Dehydratase (RAD, grün), 2-Keto-3-Desoxyrhamnonat Dehydrogenase (KDRDH, 
hellblau), 2,4-Diketo-3-Desoxyrhamnonat Hydrolase (DKDRH, rot), lutBC Gene (gelb), Transkriptionsregulator 
RhcR (braun) und ABC-Transporter (blau). Gene, denen keine Beteiligung am Rhamnose-Abbau zugeordnet 
werden konnte, sind in grau dargestellt.  
Die putativen rhc-Gene weisen dabei eine hohe Sequenzidentität zu denen aus H. volcanii auf (42-
88 %), was darauf schließen lässt, dass diese Haloarchaea Rhamnose ebenfalls über den Diketo-
Hydrolase Weg abbauen. Auch sind homologe Gene zu rhcR, dem kodierenden Gen des 
Rhamnose-spezifischen Transkriptionsaktivators aus H. volcanii, in den putativen rhc-
Genclustern der genannten Haloarchaea vorhanden (Abbildung 48). Das spricht dafür, dass der 
Rhamnose-Katabolismus in diesen Organismen ähnlich wie in H. volcanii transkriptionell 
reguliert wird. Bis auf H. lipolyticum und H. turkmenica wurden in den Genomen der Haloarchaea 
außerdem homologe Gene zum Rhamnose-spezifischen ABC-Transporter aus H. volcanii 
identifiziert, was dafürspricht, dass auch diese Archaea Rhamnose über einen ABC-Transporter 
aufnehmen (Abbildung 48). Interessanterweise konnten in den Genomen von H. japonica, H. 
 rhcA   rhcC           rhcG         rhcH     rhcI         rhcJ            rhcE        rhcD                     rhcR     rhcF      rhcB                           lutB              lutC 
                                   RhM  RNL                     ABC Transporter                 KDRDH    RAD                RhcR  DKDRH  RDH                      LudB       LudC 
Haloferax volcanii  
Natronoarchaeum philippinense 
 
CRO01_RS11xxx    605  610                         620       625         630                       635           640        645           650       655         660             665             670 
HTUR_RSxxxx   19085                   19095    19100                  19110      19115            19120       169125 19130                 02580 
Haloterrigena turkmenica 
 
Haloarcula japonica  
C444_RSxxxxx  17555 17560                17565        17570    17575       17580    17585     17590         17595         17600                   17610  17615            19085 
C469_RSxxxxx   10055                   10065       10070                 10080   10085    10090   10095                           08945        08950 




turkmenica und N. philippinense lut-Gene als Teil der rhc-Gencluster identifiziert werden 
(Abbildung 48). Das unterstützt die Annahme, dass Lud-Proteine ein genereller Bestandteil des 
Diketo-Hydrolase Weges sind. Im Genom von H. lipolyticum werden, wie in H. volcanii, lut-Gene 
mit großem genetischen Abstand zu den rhc-Genen kodiert.  
Die Sequenzanalysen dieser Arbeit haben außerdem ergeben, dass Gene des Diketo-Hydrolase 
Weges innerhalb der Euryarchaeota auch in Vertretern der Thermoplasmatales, zum Beispiel in 
T. acidophilum und Picrophilus oshimae, vorkommen (Kim et al., 2012)(Abbildung 49). 
Innerhalb der Crenarchaeota konnten Gene des Diketo-Hydrolase Weges in den Thermoproteales 
V. distributa und C. maquilingensis und in den Sulfolobales S. solfataricus und S. islandicus 
identifiziert werden (Abbildung 49).  
 
Abbildung 49 Zuordnung von Enzymen der oxidativen Rhamnose-Abbauwege zu den jeweiligen 
Proteinfamilien. RhM, RDH, RNL und RAD sind sowohl Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges als auch des 
Aldolase Weges. KDRDH und DKDRH sind exklusive Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges und die KDRA 
ist spezifisch für den Aldolase Weg. Die bisher charakterisierten Enzyme sind mit einem Stern versehen und der 
jeweilige Locus-tag des kodierenden Genes ist in den Spalten angegeben. Enzyme die der selben Proteinfamilie 
angehören sind in der gleichen Farbe dargestellt: Rhamnose Mutarotase Superfamilie (olive), short chain 
dehydrogenase/reductase Superfamilie (orange), medium chain dehydrogenase/reductase Superfamilie 
(hellblau), Amidohydrolase Superfamilie (lila), metallo-hydrolase-like MBL-fold Superfamilie (gelb), Enolase 
Superfamilie (grün), Fumarylacetoacetat Hydrolase Superfamilie (rot), HpcH Familie (dunkelblau) und 
DHDPS/NAL Familie (grau). 
Einzelne Enzyme aus V. distributa und S. solfataricus wurden im Rahmen dieser Arbeit heterolog 
in E. coli überexprimiert, auf ihre Aktivität geprüft und ihre Funktion innerhalb des Diketo-
 RhM RDH RNL RAD KDRDH DKDRH KDRA 
Archaea 
   H. volcanii HVO_B0104 HVO_B0116* HVO_B0105* HVO_B0111* HVO_B0110* HVO_B0115* - 
   T. acidophilum Ta0744 Ta0747* Ta0751 Ta0752 Ta0749 Ta0750 - 
   P. oshimae - B8780_RS06955 B8780_RS06930 B8780_RS06925 B8780_RS06940 B8780_RS06935 - 
   V. distributa - Vdis_1460* Vdis_1459 Vdis_1458* Vdis_1457* Vdis_1722 - 
   S. solfataricus - SSO1300* SSO1345 SSO1303 SSO2717 SSO2773 - 
   C. maquilingensis - Cmaq_1175 Cmaq_1176 Cmaq_0174 Cmaq_0173 Cmaq_0334 - 
Bacteria 
   Sphingomonas sp. EAT09377 EAT09360* EAT09365 EAT09362* EAT09364* EAT09363* - 
   S. thermosulfidooxidans Sulth_3553  Sulth_3559* Sulth_3556 Sulth_3560 Sulth_3557* Sulth_3558 - 
    A. vinelandii EAM07802 EAM07804* EAM07805 EAM07808* - - EAM07890* 
   E. coli b3901* - - b2247* - - b2245* 
Eukarya 
   S. stipitis - ABN68405* ABN68602 ABN68404 - - ABN68603* 




Hydrolase Weges bestätigt. Außerdem wurde für S. solfataricus der Nachweis erbracht, dass der 
Organismus mit L-Rhamnose als Energie- und Kohlenstoffquelle wächst. Für einzelne Gene des 
Rhamnose-Abbaus wurde dabei eine Rhamnose-spezifische transkriptionelle Induktion gezeigt. 
Zusammenfassend zeigen diese Ergebnisse, dass neben halophilen und thermoacidophilen 
Euryarchaeota vermutlich auch einige hyperthermophile Crenarchaeota den Diketo-Hydrolase 
Weg für den Abbau von Rhamnose verwenden. Die kodierenden Gene von Enzymen eines 
klassischen phosphorylierten Rhamnose-Abbauweges konnten in den Genomen von keinem 
Vertreter der archaeellen Domäne identifiziert werden. Somit scheint der Diketo-Hydrolase Weg 
der generelle Abbauweg für Rhamnose in Archaea zu sein. 
 
Abbildung 50 Aminosäure-Sequenzalignment der charakterisierten RDHs aus S. solfataricus und 
V. distributa mit Homologen aus Archaea und charakterisierten Enzymen der MDR Superfamilie. Die 
RDHs aus Crenarchaeota zeigen eine Homologie zu charakterisierten Dehydrogenasen der MDR Superfamilie 
und weisen die für Enzyme der MDR Superfamilie indikative Konsensussequenz G-H-E-x-(EL)-G-(AP)-x(4)-
[GA]-x(2)-[IVSAC] (Prosite: PDOC00058) auf. Innerhalb der MDR-Konsensussequenz ist ein Histidin für die 
Bindung eines katalytischen Zinks konserviert (Stern), weshalb die RDHs den Zink-abhängigen MDRs 
zugeordnet werden können. Das konservierte Cofaktor-Bindemotiv G-x-G-x-xG einer klassischen Rossmann 
fold ist umrahmt. Rhamnose Dehydrogenasen: Vulcanisaeta distributa (E1QSX9), Caldivirga maquilingensis 
(A8MDZ6), Sulfolobus solfataricus (Q97YM2); Alkohol Dehydrogenase: Homo sapiens (P07327); Sorbitol 




Die Enzyme des Diketo-Hydrolase Weges aus V. distributa und S. solfataricus wurden darüber 
hinaus phylogenetisch untersucht und mit den Enzymen aus Eukarya, Bacteria und Archaea 
verglichen (Abbildung 49). Dabei wurden folgende Ergebnisse erzielt:  
1. Die RADs aus V. distributa und S. solfataricus gehören, wie auch alle anderen bisher 
charakterisierten RADs, zur Enolase Superfamilie (Abbildung 49) (Rakus et al., 2008, 
Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 2008). Im phylogenetischen Baum der 
Enolase Superfamilie (Abbildung 44) bilden die RADs aus den hyperthermophilen 
Crenarchaeota mit den RADs aus Euryarchaeota, Bacteria und Eukarya einen distinkten 
RAD-Cluster. Auch ist der für RADs charakteristische erweiterte N-terminale loop in den 
RADs aus V. distributa und S. solfataricus konserviert (Abbildung 45) (Rakus et al., 
2008). Damit konnte gezeigt werden, dass die RADs aus Archaea einen hohen Grad der 
Konservierung zu den RADs aus Bacteria und Eukarya aufweisen.  
2. Die RDHs aus den Crenarchaeota V. distributa und S. solfataricus konnten über 
Aminosäuresequenzvergleiche der MDR Superfamilie zugeordnet werden, zu der eine 
Vielzahl an NAD(P)H-abhängigen Dehydrogenasen mit unterschiedlichen katalytischen 
Funktionen gehören (Abbildung 50) (Persson et al., 2008). Im Gegensatz dazu gehören 
alle charakterisierten RDHs aus Bacteria und Eukarya sowie aus den Euryarchaeota 
T. acidophilum und H. volcanii zur SDR Superfamilie (Bae et al., 2015, Kim et al., 2012, 
Watanabe & Makino, 2009, Watanabe et al., 2008)(Abbildung 49). Die Zuordnung von 
archaeellen RDHs zu verschiedenen Proteinfamilien könnte auf eine konvergente 
Entwicklung der RDH innerhalb der archaeellen Domäne hindeuten. Alternativ könnten 
die RDHs der Euryarchaeota auch von den RDHs aus Bacteria abstammen und über einen 
lateralen Gentransfer aufgenommen worden sein.  
3. Die charakterisierte KDRDH aus V. distributa und die postulierte KDRDH aus 
S. solfataricus gehören der MDR Superfamilie an, zu der auch die RDHs dieser 
Organismen gehören (siehe oben; Abbildung 49). Die Tatsache, dass zwei 
unterschiedliche Dehydrogenasen eines Weges zu derselben Proteinfamilie gehören, 
könnte darauf schließen lassen, dass diese Enzyme aus einer gemeinsamen Vorläufer-
Dehydrogenase entstanden sind, welche durch Genduplikation und anschließender 
Mutation zu zwei spezifischen Dehydrogenasen evolviert ist. Eine Entstehung aus einer 
gemeinsamen Vorläufer-Dehydrogenase ist auch für die RDH und KDRDH aus 





4. In der vorliegenden Arbeit wurde für die RDH aus S. solfataricus der Nachweis einer 
Aktivität mit Rhamnose erbracht und eine transkriptionelle Induktion durch Rhamnose 
gezeigt. Interessanterweise ist die in dieser Arbeit identifizierte RDH identisch mit der 
bifunktionellen L-Fucose/D-Arabinose Dehydrogenase, für die in vorangegangenen 
Arbeiten eine Beteiligung an einem promisken Abbau von D-Arabinose und L-Fucose 
gezeigt wurde (Brouns et al., 2006, Wolf et al., 2016). Damit handelt es sich bei der RDH 
um eine Dehydrogenase, die in S. solfataricus den ersten Schritt in den drei Abbauwegen 
von Rhamnose, Fucose und Arabinose katalysiert. Im Gegensatz zur RDH, ist die RAD 
aus S. solfataricus nicht am Abbau von Arabinose und Fucose beteiligt. So verfügt 
S. solfatarcius über eine bifunktionelle L-Fuconat/D-Arabinoat Dehydratase, die von der 
RAD abgegrenzt werden kann (Sequenzidentität 25 %) (Brouns et al., 2006, Wolf et al., 
2016). Die Transkriptionsanalysen dieser Arbeit zeigen zusammen mit vorangegangenen 
Transkriptionsanalysen, dass die kodierenden Gene von RDH und RAD bei Wachstum 
von S. solfataricus auf allen drei Substraten, Rhamnose, Arabinose und Fucose, 
transkriptionell induziert werden (Brouns et al., 2006, Wolf et al., 2016). Das deutet darauf 
hin, dass die Gene des Rhamnose-, Fucose- und Arabinose-Abbaus durch einen 
gemeinsamen Transkriptionsregulator aktiviert werden, wobei ein solcher Regulator 
bisher nicht identifiziert werden konnte.  
Zusammenfassend zeigt der phylogenetische Vergleich der Enzyme der oxidativen Rhamnose-
Abbauwege aus Archaea, Bacteria und Eukarya, dass eine Reihe von funktionell gleichartigen 
Enzymen unterschiedlichen Proteinfamilien zugeordnet werden können (Abbildung 49). Diese 
mosaikartige Phylogenie deutet darauf hin, dass funktionell gleichartige Enzyme konvergent 
entstanden sind und dass sich der Diketo-Hydrolase Weg in der Evolution mehrfach 
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